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: détection immunologique de la sucrose synthase et de l’ADP-glucose pyrophosphorylase 








Ce mémoire a pour but de cerner l’implication de deux enzymes clés du métabolisme des glucides, la sucrose 
synthase (SuSy) et l’ADP-glucose pyrophosphorylase (AGPase), dans l’allocation du carbone chez la chicorée. 
Ces deux enzymes interviennent respectivement dans la synthèse des polysaccharides pariétaux et du 
polysaccharide de réserve qu’est l’amidon. Nous avons mis au point une technique détection de ces enzymes en 
Western blot, basée sur la combinaison de l’immunomarquage et de  la fluorescence, faisant appel à l’utilisation 
de polysérums anti-SuSy et anti-AGPase reconnus par des anticorps secondaires couplés à des fluorochromes 
Alexa. Notre méthode de détection a d’abord été validée par l’utilisation de SuSy et d’AGPase recombinantes en 
dot-blot et Western-blot. Elle a ensuite été utilisée pour la mise en évidence de SuSy et d’AGPase dans des 
extraits de protéines solubles de radis et de chicorée. Les deux enzymes ont bien été détectées dans les jeunes 
feuilles de radis. Nos résultats indiquent par contre l’existence de différences tissulaires de localisation de ces 
enzymes chez la chicorée : la SuSy n’est pas détectée dans les jeunes feuilles mais bien dans les racines, alors 
que l’AGPase est détectée à la fois dans les feuilles et les racines. Ces résultats nous ont ensuite permis d’émettre 
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1. Introduction générale 
Au cours de cette recherche, nous nous sommes intéressés à l’allocation du carbone réduit lors de la 
photosynthèse. Ce composé, indispensable au développement des végétaux, est utilisé dans le métabolisme des 
glucides dont on connaît aujourd’hui les principales enzymes et réactions (Sheen et al., 1999) (Figure 1).  
1.1 Le métabolisme des végétaux  
Les végétaux se distinguent par plusieurs caractéristiques leur conférant des atouts non négligeables dans leurs 
milieux de vie. Ces atouts, dont un bref aperçu est repris ci-dessous, sont finalement liés, de près ou de loin, au 
métabolisme des glucides (Buchanan et al., 2000). 
?? La photosynthèse : Les végétaux captent la lumière et utilisent son énergie pour fixer et réduire le 
dioxyde de carbone. Les oses synthétisés, organisés en deux pools principaux (trioses phosphates et 
hexoses phosphates) (Figure 1, A), peuvent ensuite fournir localement du carbone réduit principalement 
nécessaire à la synthèse des polysaccharides, des protéines et des acides nucléiques (Figure 1, B, C, 
D). Ces oses peuvent aussi être convertis en saccharose (Figure 1, E) afin d’être exportés dans les 
différentes parties de la plante (racines et fruits) (Figure 1, F). Cette voie permet un apport d’énergie 
dans les tissus hétérotrophes. Il est intéressant de savoir que seulement 55% des cellules foliaires sont 
photosynthétisantes et donc capables de synthétiser leur propre énergie et de fixer, grâce à elle, le 
carbone atmosphérique. Les autres cellules, qui sont incapables de fixer et de réduire ce carbone, 
bénéficient donc d’un apport de carbone sous forme de saccharose (Kutschera et Heiderich, 2002). 
?? Les plastes : Dans les cellules végétales, nombre de réactions du métabolisme énergétique se 
déroulent dans les plastes, telles que la formation de molécules d’ATP et de NAD(P)H (énergie utilisée 
dans toutes les réactions de réduction ou de synthèse moléculaire) ainsi que la fixation du CO2 
atmosphérique. Les plastes ont donc une grande importance métabolique. Outre leurs rôles dans la 
photosynthèse (chloroplastes), les plastes sont impliqués dans la synthèse des acides gras, des acides 
aminés et de l’amidon (amyloplastes).  
Les plastes sont entourés de deux membranes, l’une interne et l’autre externe. Plusieurs transporteurs 
antiports ont déjà été caractérisés dans la membrane interne dont le plus connu est celui des trioses 
phosphates qui permet le transfert de ceux-ci vers la synthèse de saccharose dans le cytosol (Gerrits et 
al., 2001). La membrane externe ne contient pour sa part que des canaux porine-like non-spécifiques. 
Elle est donc considérée comme non sélective et perméable à de nombreuses petites molécules. 
L’existence de tous ces transporteurs et canaux est à la base de la régulation entre les voies présentes 







?? La paroi cellulaire : Cette dernière est composée essentiellement de cellulose, d’hémicelluloses et de 
pectines. La synthèse de ces composés représente une des plus importantes utilisations des sucres et 
monopolise jusqu’à plus de 30% du métabolisme cellulaire (Figure 1, B) (Buchanan et al., 2000). 
Ces caractéristiques qui sont aussi des contraintes, vont de pair avec une flexibilité remarquable du 
métabolisme des plantes. C’est en raison de cette flexibilité que les végétaux peuvent s’adapter à de 
nombreux types de milieux (sec, humide, tropical..). Cette faculté d’adaptation se manifeste 
principalement dans l’organisation du métabolisme des glucides (saccharose, polysaccharides 
pariétaux, de réserve) dont les réactions de synthèse et les fonctions de transport, de consommation et 
de stockage sont tributaires des conditions environnementales et du stade de développement (Sheen et 
al., 1999). 
1.2 Vue générale du métabolisme des glucides  
La photosynthèse permet d’accumuler de l’énergie sous forme d’ATP et de NADPH. Ces molécules sont utilisées 
pour réduire le CO2 atmosphérique fixé par la ribulose biphosphate carboxylase / oxygénase (RUBISCO) au 
cours du cycle de Calvin. Cette fixation libère deux molécules de 3-phosphoglycérate (3-PGA) (Figure 2, A). Le 
cycle de Calvin permet finalement la libération d'une molécule de glycéraldéhyde 3-phosphate (Duffus et Duffus, 
1984). Les triglycérides ainsi formés constituent un pool de trioses phosphates (Figure 2, B) qui peuvent être 
soit : 
 i) exportés vers le cytosol (Figure 2, C) où, après transformation en hexoses-P (Figure 2, D*), ils sont 
utilisés dans la synthèse de saccharose et de polysaccharides pariétaux (Figure 2, F, G). 
 ii) convertis dans les plastes en fructose-6-phosphate (F6P) en vue de la synthèse d’amidon (figure 2, E). 
 
Le transfert des trioses-P vers le cytosol se fait par l’intermédiaire d’une protéine membranaire qui assure un 
antiport de stricte stœchiométrie : un phosphate inorganique du cytosol s’échange avec un triose phosphate 
plastidique.  
Dans les plastes comme dans le cytosol, les étapes qui mènent à l'apparition de F6P sont identiques et font 
intervenir une aldolase et une fructose 1,6 bi-phosphatase (Figure 3 B). Le F6P synthétisé peut ensuite être 
converti en glucose-6-phosphate puis en glucose-1-phosphate (Figure 3, D). Ces trois intermédiaires forment un 
pool d’hexoses phosphates qui, dans les plastes, est utilisé pour la synthèse d'amidon transitoire et de réserve 
(Figure 2, E). Dans le cytosol ce même pool sert à la synthèse du saccharose et des polysaccharides pariétaux 
(Figure 2, F, G) (Pollock et al., 1999). 
 
Mais dans quelles conditions se fait réellement le choix de l'orientation des triose-P vers la synthèse de 











































Exportation vers les organes consommateurs
D
Figure 3 : Allocation des trioses-P entre la synthèse d'amidon et de saccharose
durant différentes phases de la journée d'après Buchanan et al., 2000










































































1.3. Contrôle de l'allocation des trioses-P vers la synthèse d’amidon ou de 
saccharose  
 
La plante doit pouvoir faire face à des variations importantes en apport de nutriments entre le jour et la nuit, ce 
qui implique un contrôle strict de son métabolisme. Le phosphate inorganique (Pi) et le fructose-2,6-biphosphate 
(F2,6BP) sont deux molécules importantes dans le contrôle de l'allocation des trioses-P chez les végétaux.  
 
Durant les premières heures de la journée, la photosynthèse est active et les trioses-P sont exportés des 
chloroplastes vers le cytosol en échange de Pi (Figure 3, A). Cette exportation des trioses-P vers la voie de 
synthèse du saccharose, qui les rend indisponibles pour la synthèse d'amidon (Figure 3, E), est donc contrôlée 
par la disponibilité du phosphate cytosolique (Geigenberger et al., 1998). Les trioses-P du cytosol sont ensuite 
transformés en fructose-6-phosphate (F6P) substrat de la synthèse de saccharose qui, par interconversion, 
produit du glucose-6-phosphate (G6P) activateur de la sucrose phosphate synthase (SPS), enzyme principale de 
la synthèse du saccharose (Figure 3, B). Le saccharose synthétisé est alors directement exporté vers des 
organes consommateurs (Cfr point 3.3. les rôles du saccharose). Une forte quantité de trioses-P dans le cytosol 
maintient un niveau basal faible en F2,6BP, autre molécule qui contrôle la voie de synthèse du saccharose en 
bloquant la synthèse de F6P par liaison au site actif de la fructose-1,6-biphosphatase. 
 
En milieu de journée, lorsque l’intensité de la synthèse du saccharose dépasse les capacités d’exportation, ce 
dernier s’accumule dans le cytosol et bloque la sortie des trioses-P hors du chloroplaste par une série de rétro-
inhibitions en chaîne (Figure 3, C). D'autre part, l’accumulation de F6P, causé par l'accumulation de saccharose, 
active une F2,6P-kinase responsable de la formation de F2,6BP qui joue alors son rôle d'inhibiteur de la synthèse 
de F6P (cfr ci dessus) (Figure 3, B). La diminution de l’importation de trioses-P dans le cytosol bloque toute 
exportation des Pi vers les chloroplastes. Une telle accumulation de Pi provoque une inhibition de la SPS d'une 
part et favorise l’augmentation du niveau de F2,6BP d'autre part (Farré et al., 2000) (Figure 3, A). L’accumulation 
de trioses-P dans les chloroplastes y déclenche alors la synthèse d’amidon (Figure 3, D).  
 
En soirée, lorsque la photosynthèse diminue, la synthèse de trioses-P diminue elle aussi. Les trioses phosphates 
provenant de la dégradation de l’amidon (Figure 3, D) sont alors exportés vers le cytosol (Figure 3, A) où ils 
relancent la synthèse du saccharose en diminuant la quantité de Pi cytosolique (Figure 3, B,C). L’amidon peut 
aussi directement être hydrolysé en glucose qui peut être exporté dans le cytosol avant d'entrer dans le pool 
d’hexoses phosphates après phosphorylation (Figure 2, E). L'amidon dit transitoire des chloroplastes est en fait 
principalement utilisé en fin de journée et durant les nuits afin de couvrir les demandes en saccharose des 
différents organes de la plante (Farré et al, 2001). 
La quantité de Pi dirige donc l’exportation des trioses phosphates dans le cytosol alors que le fructose-2-6-











 trioses exportés des chloroplastes sont donc stockés temporairement sous forme de saccharose dans le cytosol 
des cellules chlorophylliennes avant d’être amenés vers les organes hétérotrophes. Le stockage sous forme 
d’amidon n’intervient que dans un second temps, afin d'éviter les pertes du surplus de carbone (Fernie et al., 
2002).  
 
Nous pouvons donc retenir que ces deux voies biochimiques (synthèse de saccharose et d’amidon) constitutives 
du métabolisme des glucides chez les plantes, se présentent comme un système de deux pools d’intermédiaires 
métaboliques liés par des réactions enzymatiques réversibles dont l’équilibre dépend des besoins métaboliques 
du végétal à un moment donné. Le premier pool comporte des hexoses phosphates, et le second des 
intermédiaires de la voie des pentoses et des trioses phosphates (Figure 1 A) qui peuvent être convertis en 
acides aminés, en acides gras (Figure 1, B, C) ou encore être oxydés pour former de l’ATP et du NADH. Dans ce 
qui suit, nous allons présenter plus particulièrement le pool d'hexoses phosphate en raison de son rôle central 
dans le métabolisme des sucres. 
2. Le pool d’hexoses phosphates  
Le pool d’hexoses phosphates est formé de trois intermédiaires : le glucose-6-phosphate, le glucose-1-phosphate 
et le fructose-6-phosphate. « L’interconversion » équilibrée de ces intermédiaires fait intervenir la 
phosphoglucomutase et la glucose-6-phosphate isomérase (Figure 4). 
 
Ces hexoses-P, ainsi que les sucres diphosphonucléosidiques (UDP-glucose, ADP-glucose), occupent une place 
centrale dans le métabolisme des cellules végétales, et plus spécifiquement des cellules non chlorophylliennes. 
Le pool d’hexoses phosphates est alimenté par la dégradation des glucides - saccharose (Figure 5 A) , amidon 
(Figure 5, B) et autres polysaccharides de réserve tels que les polyfructanes - la néoglucogenèse et la 
photosynthèse dans le cas des cellules photosynthétiques. Les hexoses-P sont utilisés pour la glycolyse, le cycle 
des pentoses-P (Figure 5, C) (qui aboutissent à la synthèse du NADPH) et la synthèse de polysaccharides, en 
particulier les composés pariétaux (Figure 5, D). 
Les cellules contiennent deux pools d’hexoses phosphates localisés respectivement dans le cytosol et dans les 
plastes (amyloplastes dans le cas des cellules non chlorophylliennes) (Figure 2, B et D). Ces deux pools sont mis 
en relation par un transporteur de la membrane interne des plastes (Keeling et al., 1988).  
Deux molécules importantes, le saccharose et l’amidon ont donc un rôle majeur dans la constitution de ce pool 
d’hexoses phosphates. Au cours de ce travail, nous nous intéresserons principalement à ces deux sucres et à 
leur métabolisme, qui fait intervenir deux enzymes clés, à savoir la sucrose synthase (SuSy) pour le métabolisme 
















Figure 6 : La synthèse de saccharose d'après Buchanan et al., 2000.
La synthèse de saccharose à partir de d'UDP-glucose et de fructose 6-phosphate fait
intervenir deux enzymes la Sucrose phosphate synthase (SPS) (A) et la Sucrose phosphate




Figure 7 : La régulation de la SPS, enzyme clé de la synthèse de saccharose d'après
Buchanan et al., 2000.
La SPS est inhibée par le Pi et activée par le G6P. Un contrôle supplémentaire de cette
enzyme s'effectue par une SPS kinase qui phosphoryle la SPS ce qui a pour conséquence
de la rendre moins active. Cette kinase est inhibée par le G6P. Une SPS phosphatase peut







3 Le métabolisme du saccharose 
3.1 Le saccharose  
Le saccharose n’est pas seulement le produit majeur de la photosynthèse, il représente aussi la forme sous 
laquelle le carbone réduit est transporté dans toute la plante à partir des feuilles jusqu’aux organes utilisateurs 
(racines, fleurs, graines, tubercules…). Le saccharose permet de constituer des réserves temporaires d’énergie. 
Il ne constitue des réserves durables que chez quelques espèces particulières dont la canne à sucre, la betterave 
et l’érable à sucre où le taux de sucre peut aller jusqu’à 15 à 20% du poids frais (Martin et al., 1993). 
Le saccharose est enfin perçu comme un régulateur, pouvant influencer la transcription de certains gènes. 
3.2 La synthèse de saccharose par la sucrose phosphate synthase 
Pour rappel, la synthèse de saccharose s’opère dans le cytosol au départ d’hexoses phosphates (glucose-1-
phosphate). Ces derniers proviennent soit des trioses phosphates dérivés des chloroplastes (Figure 2, C), soit 
d’hexoses cytosoliques synthétisés à partir du glucose émanant de la dégradation de l’amidon transitoire des 
chloroplastes (Figure 2, E). 
La synthèse du saccharose s’opère grâce à l’intervention de deux enzymes aux  réactions bien distinctes :  
?? la sucrose phosphate synthase (SPS) transforme l’UDP-glucose (provenant de la transformation du 
glucose-1-phosphate par l’intermédiaire de l’UDP-glucose pyrophosphorylase) et le fructose-6-
phosphate (provenant du pool d’hexoses phosphates) en saccharose-6-phophate et en UDP (Figure 6, 
A).  
Cette SPS, enzyme clé de la synthèse de saccharose, est inhibée par le Pi et activée par le glucose-6-
phosphate. Un contrôle supplémentaire s’effectue par une kinase régulatrice (SPS kinase) qui 
phosphoryle la SPS pour la rendre moins active. Cette kinase est inhibée par le glucose-6-phosphate. 
Une SPS phosphatase peut enlever le phosphate et activer ainsi la SPS. Cette phosphatase est bien sûr 
inhibée par le phosphate inorganique (Figure 7). 
Dans les feuilles, les variations de la synthèse de saccharose sont associées avec les changements de 
l’état d’activation de la SPS. La SPS joue aussi un rôle important dans les organes non-
photosynthétiques où elle détermine la concentration en saccharose (Weber et al., 1996). 
 
?? la sucrose phosphate phosphatase déphosphoryle ensuite le saccharose-6-phosphate en saccharose 
(Figure 6, B) 
 
La première réaction, déjà favorable à la production du saccharose, est encore plus résolument orientée dans ce 
sens par la déphosphorylation de son produit, le saccharose-6-phosphate. 
Cette voie est donc totalement irréversible (? G0 = -25 kJ / mol) et constitue la voie dominante de synthèse du 
saccharose. Il existe toutefois une voie annexe qui implique l’action d’une autre enzyme, la sucrose synthase 






3.3 Les rôles du saccharose  
Le saccharose et la transduction du signal  
Le phénomène de distribution des photoassimilats -  connu en anglais sous le nom de “assimilate partitioning” - 
est crucial pour la croissance des plantes et leur productivité. Certaines études font état de l’existence d’un 
processus  de “sugar sensing” (détection des teneurs en sucres), capable de modifier la distribution des 
assimilats en fonction des changements extérieurs. C’est ainsi que beaucoup de plantes répondent à une 
déficience en nutriments et en eau en redirigeant le carbone assimilé vers les racines afin d’y activer leur 
développement et ainsi augmenter leur capacité d’absorption. La régulation de ce phénomène est régie par une 
voie de transduction du signal dépendant de la concentration en sucres qui peut modifier l’activité de transport et 
le niveau d’expression de certains transporteurs (Chiou et Bush, 1998). 
 
La capacité des végétaux à détecter les variations de concentration en saccharose leur permet de réguler leur 
métabolisme et leur développement. Ces variations de concentration peuvent par exemple modifier l’expression 
de gènes codant pour des protéines impliquées dans des processus essentiels comme la photosynthèse, la 
glycolyse, le métabolisme du saccharose et de l’amidon…(Rook et al., 2001 ; Delrot et al., 2000). 
Dans certains cas le rôle du saccharose est joué par des hexoses tels que le glucose et le fructose. La 
répression des gènes codant pour des protéines impliquées dans la photosynthèse par le saccharose peut, par 
exemple, être provoquée par de faibles concentrations en hexoses (Sheen et al., 1999).  
 
Toutefois, le processus utilisé par les végétaux pour détecter leur concentration interne en sucres et y répondre 
n’est encore que partiellement connu. Une hexokinase a ainsi été proposée comme messager central dans le 
phénomène de sugar sensing : un végétal présentant une forte concentration en hexokinase affiche une 
sensibilité accrue au glucose qui se traduit par l’augmentation de l’expression de certains gènes ( comme ceux 
codant pour des transporteurs de trioses-P,…) intervenant dans la photosynthèse (Halford et al., 1999). Une 
protéine végétale, similaire à la protéine kinase SNF1 de levure nécessaire à l’expression de gènes réprimés par 
le glucose, a aussi été identifiée. Cette protéine interviendrait dans l’expression de gènes végétaux sensibles au 
glucose (Rook et al., 2001). Des CDPK, des protéines phosphatase, des MAPkinases ainsi que de nombreux 
facteurs de transcription sont autant de protéines qui ont été répertoriées comme pouvant intervenir dans cette 
voie de transduction très complexe (Coruzzi et Zhou, 2001). 
 
Enfin, au niveau moléculaire, certaines séquences sensibles aux glucides, ont été mises en évidence à l’intérieur 
du promoteur de certains gènes induits ou réprimés par les glucides. C'est le cas des boîtes SURE 1 
(AATAGAAA) et SURE 2 (AATACTAAT). Le taux de transcription d’un gène dont le promoteur contient ces 











Le saccharose et le transport d’énergie via le phloème 
Le saccharose, molécule très soluble et non ionisée, est sans effet sur la majorité des réactions du métabolisme. 
Il doit cette inertie au pont osidique qui réunis les carbones a-1 du glucose et ß-2 du fructose (Figure 8). Il en 
résulte : (a) une liaison osidique riche, 1555.02 KJ / mol ce qui rend le saccharose difficile à cliver ; (b) une 
molécule non réductrice. Le saccharose constitue donc une forme de réserve et de transport aux qualités 
exceptionnelles, n’intervenant  dans le métabolisme que lorsqu’il est hydrolysé en glucose et fructose. Ce sont 
les raisons pour lesquelles le saccharose constitue la forme principale de transport du carbone réduit sur de 
longues distances entre les organes photosynthétiques et les organes consommateurs (fruits, organes en 
croissance, racines…). Plus de 80% du carbone fixé est transporté par le système vasculaire de la plante vers 
les organes consommateurs où le saccharose fournit l’énergie nécessaire au développement des cellules 
hétérotrophes (Guignard, 2000). 
  
Remarque :  
Un organe source est généralement alimenté par les organes sources les plus proches. Les feuilles supérieures 
d’une branche peuvent envoyer les glucides à l’extrémité de la pousse, tandis que les feuilles les plus basses 
envoient les glucides aux racines. Il est aussi intéressant de savoir que les besoins nutritifs d’un fruit en 
croissance sont tels que celui-ci monopolise tous les organes sources qui l’entourent. Ce n’est toutefois que 
lorsque les feuilles sont photosynthétiquement autosuffisantes qu’elles exportent leurs surplus carbonés sous 
forme de saccharose, via le phloème (Guignard, 2000). 
 
Le saccharose n’est pas transporté seul mais avec des acides aminés, des hormones, certains ions et une faible 
quantité d’eau. Cet ensemble porte le nom de sève élaborée et circule dans le phloème qui fait partie du système 
vasculaire des végétaux. Chez les Angiospermes, les cellules spécialisées du phloème qui assurent le transport, 
sont disposées bout à bout et forment les tubes criblés. Des parois poreuses, les cribles, séparent les cellules de 
ces tubes et facilitent ainsi la circulation de la sève élaborée (Campbell, 1995) (Figure 9).  
 
Le saccharose produit dans les cellules du mésophylle d’une feuille doit migrer vers les tubes criblés avant d’être 
exportés vers les organes cibles. Chez certaines espèces de menthes et de courges, le saccharose peut circuler 
tel quel du mésophylle aux tubes criblés en empruntant le symplasme (ensemble des cytoplasmes des cellules), 
et passe donc d’une cellule à l’autre par les plasmodesmes (Weschke et al., 2000) (Figure 10 a, A).  
 
Chez d’autres espèces, le saccharose atteint les tubes criblés en empruntant les voies symplasmiques et 
apoplasmiques (au travers des parois). Dans les feuilles de maïs, le saccharose diffuse à travers le symplasme 
des cellules du mésophylle. Lorsqu’il se rapproche des tubes criblés et des cellules compagnes, le saccharose 
quitte le symplasme (Figure 10 a, B) et emprunte la voie apoplasmique pour atteindre les parois des cellules 
compagnes et des tubes criblés. Il traverse ensuite ces parois et se retrouve dans le cytoplasme des cellules 











criblés où il s’accumule (Nakai et al., 1999). Chez certains végétaux, la paroi des cellules compagnes forme de 
nombreux replis intracellulaires. Ce type d’adaptation augmente la surface de contact et favorise le transfert de 
solutés entre l’apoplasme et le symplasme. Ces cellules modifiées sont appelées cellules de transfert (Figure 10). 
 
Chez certaines espèces, les tubes criblés emmagasinent le saccharose dans le symplasme jusqu’à ce qu’il 
atteigne des concentrations deux à trois fois plus élevées que dans le mésophylle. Le remplissage du phloème 
nécessite dès lors un transport actif qui implique une pompe à protons (Figure 10 a, C). Grâce à l’ATP, cette 
pompe, fait sortir les protons de la cellule et emmagasine de l’énergie en maintenant un gradient électrochimique 
des deux côtés de la membrane plasmique. Un cotransporteur de saccharose / H+ , protéine clé de la distribution 
des assimilats, utilise cette source d’énergie pour transporter le saccharose dans les cellules en même temps 
qu’il y entraîne un proton. Ce transporteur de haute affinité (Km autour de 1mM) est capable d’accumuler une 
grande quantité de saccharose à l’encontre d’un gradient de concentration (Weschke et al., 2000 ; Delrot et al., 
2000 ; Coruzzi et Zhou, 2001) (Figure 10, b).  
 
A l’instar du chargement, le déchargement du phloème peut également s’opérer à la fois par les voies 
symplasmique et apoplasmique. Le phloème ne décharge le saccharose que lorsqu’il a atteint l’extrémité du tube 
criblé, près de l’organe cible. La voie apoplasmique de déchargement est, elle, régulée par deux enzymes 
particulières, la sucrose synthase (SuSy) et les invertases.  
3.4 Les enzymes de dégradation du saccharose 
Le saccharose peut être dégradé par deux types d’ enzymes : la sucrose synthase et les invertases. 
 
La sucrose synthase ou SuSy  
La sucrose synthase catalyse le transfert d’un résidu glucose (provenant du saccharose) vers une molécule 
d'UDP, en tirant parti du caractère exergonique de la réaction pour synthétiser de l’UDP-glucose (UDPG) et 
libérer du fructose (Sebkova et al., 1997) (Figure11). La réaction réalisée par la SuSy peut être réversible dans 
certaines conditions (variation d’énergie libre = -3.99kJ mol-1). Sa forte concentration dans les tissus 
consommateurs de saccharose sous-entend que sa principale activité est le catabolisme du saccharose (Nolte et 
Koch, 1993). 
Les invertases  
Les invertases constituent une classe d’enzymes qui mènent à la dégradation du saccharose en glucose et 
fructose en catalysant une réaction irréversible (variation d’énergie libre = -29,3 kJ / mol) (Figure 12). On peut 
distinguer deux types d’invertases selon leur pH optimal d'activité. Les premières, les invertases “alcalines”, sont 
situées dans le cytoplasme, tandis que les secondes, les invertases “acides”, sont présentes à la fois dans la 











La SuSy et les invertases se différencient essentiellement par le statut énergétique de leurs produits et par leurs 
relations avec les hexoses cytosoliques. Bien que l’activité de ces deux types d’enzymes accroisse le pool 
d’hexoses phosphates (Ruan et al., 1997) (Figure 13), l'utilisation de la sucrose synthase présente l’avantage 
majeur  pour la cellule de conserver l’énergie libre comprise dans la liaison glucose-fructose du saccharose et de 
l’utiliser directement dans la synthèse de l’UDP-glucose (Nakaï et al., 1999 ; Wang et al., 1999). L’UDP-glucose 
peut alors réagir avec du pyrophosphate afin de produire du glucose-1-phosphate et de l’UTP, sans utilisation 
d’ATP (Figure 13, A), au contraire des hexoses libres formés par les invertases, qui ne pourront être 
phosphorylés que par l’utilisation de deux molécules d’ATP (Figure 13, B). Il n’est donc pas surprenant que la 
voie de la SuSy soit favorisée dans certaines circonstances, puisqu’elle ne consomme que la moitié de l’énergie 
utilisée par la voie impliquant une invertase (Black et al., 1987). Ainsi, dans les tissus jeunes formant de 
nombreuses parois, la sucrose synthase prédomine : elle y fournit l'UDP-glucose précurseur utilisé pour la 
synthèse des divers polymères pariétaux. 
 Dans les tissus différenciés, notamment les organes de réserve tels que racines de betterave et de chicorée, 
l'invertase est majoritaire. Il existe toutefois des exceptions, par exemple : la sucrose synthase est majoritaire 
dans les tubercules de pomme de terre où près de 70% du saccharose qui s’accumule est transformé en amidon. 
La présence de SuSy à cet endroit est donc tout à fait logique puisqu’elle fournit l’UDP-glucose qui peut être 
transformé en amidon plus facilement que les hexoses libérés par l’invertase, et surtout de façon moins coûteuse 
(Chengappa et al., 1999 ; Zeng et al., 1999). 
En résumé, la dégradation du saccharose, catalysée par l’invertase, est généralement considérée comme un 
fournisseur d'énergie au métabolisme cellulaire (Appeldoorn et al., 2002). L’hydrolyse du saccharose par la 
sucrose synthase fournit, quant à elle, principalement le substrat (UDP-glucose) nécessaire aux voies de 
biosynthèse des polysaccharides pariétaux et de réserve (Weber et al., 1996 ; Winter et Huber, 2000 ). La SuSy, 
considérée comme une enzyme clé dans le métabolisme des polysaccharides pariétaux (utilisation importante du 
carbone dans la plante), va donc plus particulièrement retenir notre attention. 
4 La sucrose synthase (SuSy) 
 
La sucrose synthase a été mise en évidence pour la première fois par Cardini et al., (1955). Elle a été 
caractérisée chez de nombreuses espèces végétales telles que le blé (Guerin et Carbonera, 1992), Arabidopsis 
(Martin et al., 1993), le riz (Wang et al., 1999),… et est localisée dans de nombreux organes (racines, cotylédons, 
feuilles, fruits, graines…). La SuSy est un tétramère composé de quatre sous-unités identiques allant de 80 à 100 
kDa. Son activité de dégradation du saccharose déterminée, in vitro, est optimale pour des pH compris entre 6.0 
et 8.5, ce qui concorde avec sa localisation in vivo, principalement cytoplasmique. La SuSy est aussi capable de 
catalyser la synthèse de saccharose qui est plutôt privilégiée à un pH situé entre 8,5 et 9,5. Les valeurs de Km de 
la SuSy varient énormément en fonction des espèces ainsi que des isoformes et vont de 10 à 290 mM pour le 











La dégradation du saccharose par la SuSy peut être inhibée par l’intermédiaire du fructose et du glucose: le 
fructose est un inhibiteur non compétitif « pur » pour la SuSy, en d’autres termes, sa fixation à l’enzyme 
n’empêche pas la fixation du substrat, en l’occurrence le saccharose, et n’est donc pas en compétition avec lui. 
La présence, en grande quantité, de cet inhibiteur diminue toutefois l’activité de la SuSy. Le glucose est, pour sa 
part, un inhibiteur non compétitif mixte. Cela signifie que sa liaison à l’enzyme peut modifier la conformation 
tridimensionnelle de celle-ci empêchant ainsi la fixation du saccharose au site actif et donc l’activation de la SuSy 
(Sebkova et al., 1995). Des études in vitro sur tubercules de pommes de terre ont permis de donner des valeurs 
de Ki (constante d’inhibition) pour ces deux molécules : elle est de 17,2 mM pour le fructose alors qu’elle est de 
4,3 mM pour le glucose. La concentration de ces deux molécules in vivo peut donc avoir un rôle régulateur sur 
l’activité de la SuSy (Sebkova et al., 1995).  
 
Tanase et ses collaborateurs (2002) ont démontré l’existence d’un contrôle de la SuSy de maïs par 
phosphorylation réversible. Le site de phosphorylation de l’enzyme est un résidu sérine localisé dans le domaine 
N-terminal de l’enzyme et qui semble similaire entre différentes espèces végétales. Une kinase dépendant du 
Ca2+ (CDPK) a d’ailleurs été proposée pour jouer un rôle clé dans la phosphorylation de la SuSy, ce que nous 
détaillerons ultérieurement (Asano et al., 2002).  
4.1 Rôles de l’enzyme 
 
Comme nous l’avons dit précédemment, la SuSy fournit le substrat (l’UDP-glucose) et l’énergie nécessaire à la 
synthèse des polysaccharides pariétaux comme la cellulose (Figure 14, A). Elle  a aussi un rôle prédominant 
dans la dégradation du saccharose dans l’endosperme des céréales et dans les tubercules de pommes de terre 
où elle apporte une partie du substrat pour la synthèse d’amidon (Figure 14, B). Elle intervient également dans la 
fourniture de substrat pour la respiration mitochondriale qui permet la synthèse d'ATP nécessaire au chargement 
du phloème (Figure 14, C) ainsi qu’à son déchargement, permettant ainsi l’assimilation du saccharose dans les 
organes consommateurs (Figure, 14 D) . 
La sucrose synthase alimente la synthèse des polysaccharides  
 
Les polysaccharides de la paroi qui sont aussi nombreux que divers et complexes, constituent jusqu’à 95% de la 
paroi des cellules végétales. Parmi ceux-ci, la cellulose est le composé organique le plus synthétisé sur terre        
- entre 60 et 90 milliards de tonnes par an produites par les végétaux terrestres - (Ruan et Chourey, 1998). La 
cellulose est un polymère homogène de résidus glucoses liés en ?  1-4 dont plusieurs chaînes peuvent s’associer 
par ponts hydrogènes pour former des microfibrilles qui peuvent ensuite s’assembler en macrofibrilles (Figure 
15). La cellulose contenue dans les parois primaires des jeunes cellules en division constitue plus de 30% du 
poids frais de ces dernières. Le profil de dépôt de la cellulose joue donc un rôle capital dans l’expansion des 











paroi secondaire des plantes ligneuses (fibre de bois ou éléments vasculaires : xylème et phloème) dont la 
cellulose représente jusqu’à 50% du poids frais. Il existe toutefois, des exceptions comme les fibres de coton qui 
sont composées de plus de 90% de cellulose (Delmer et Haigler, 2002). 
 
La synthèse de cellulose chez les végétaux est un processus coordonné qui se déroule à l’interface entre le 
cytoplasme cortical, la membrane plasmique et la paroi cellulaire (Haigler et al., 2001). La cellulose est 
synthétisée par la cellulose synthase qui forme un complexe enzymatique associé à la membrane plasmique. Le 
substrat de cette synthèse, l’UDP-glucose, peut être formé soit à partir d’hexoses phosphates, par l’intervention 
de l’UDP-glucose pyrophosphorylase (Figure 16, A) soit à partir du saccharose par la sucrose synthase (Figure 
16, B).  
 
La SuSy a, dans un premier temps, été identifiée comme une protéine globulaire considérée comme soluble dans 
le cytosol. Une certaine quantité de SuSy a toutefois été détectée dans la fraction insoluble d’extractions 
membranaires. Cette fraction est connue pour être enrichie en polymères du cytosquelette tels que les 
microfilaments et les microtubules. Winter et ses collaborateurs (1998) ont ainsi découvert une grande quantité 
de SuSy dans la fraction insoluble d’extractions réalisées dans des conditions tendant à stabiliser l’actine-F 
(filament d’actine). La co-sédimentation de la SuSy avec une fraction du cytosquelette amène à soupçonner son 
interaction avec un ou plusieurs composants de ce dernier. Des recherches supplémentaires sur les fractions 
solubles ont permis de découvrir que la forme phosphorylée de SuSy peut interagir avec l’actine-G (actine 
globulaire). C'est la partie N-terminale de la SuSy qui est impliquée dans la liaison à l’actine. Cette liaison 
nécessite la phosphorylation de la Ser-15 qui provoque des changements conformationnels, exposant ainsi un 
site de liaison à l’actine quelque part à la surface de l’enzyme. La liaison de la SuSy à l’actine semble être 
spécifique, d’autres protéines, comme la BSA, ne réduisant pas la liaison de la SuSy à l’actine, tandis que 
l’aldolase, connue pour se lier à l’actine, empêche la fixation de la SuSy (Winter et al., 1998). 
L’existence de sucrose synthase cytosolique et membranaire a amené à proposer deux modèles de synthèse de 
la cellulose (Delmer et al., 2000). Dans un premier modèle, la synthèse de la cellulose se produirait par 
l’intervention d’une cellulose synthase qui utiliserait de l’UDP-glucose cytosolique (provenant de l’activité de la 
sucrose synthase cytosolique) comme précurseur de la synthèse de la cellulose extracellulaire (Figure 16 B). 
Dans un second modèle, une forme membranaire de SuSy serait présente en plus de la cytosolique et associée 
à la cellulose synthase transmembranaire, dirigeant directement, vers la synthèse de la paroi, une quantité 
importante d’UDP-glucose provenant de la dégradation du saccharose (Figure 16 C). Outre la sucrose synthase, 
les microtubules et l’actine interagiraient également avec la cellulose synthase membranaire. Le faible niveau de 
SuSy soluble détecté lors des phénomènes d’élongation cellulaire pourrait s’expliquer par le recrutement de cette 
dernière au niveau de la membrane plasmique. A cet endroit, elle s’associerait avec les filaments d’actine et la 











dernière serait ensuite apposée à la surface externe de la membrane plasmique pour former la paroi cellulaire 
(Salnikov et al., 2001) (Figure 17). 
Des tests d’immunolocalisation ont par ailleurs confirmé cette association membranaire (Amor et al., 1995). 
D’autres études sur les fibres de coton ont mis en évidence que plus de la moitié de la SuSy est associée avec la 
membrane plasmique, ce qui plaide en faveur du modèle impliquant une SuSy directement associée avec le 
complexe de synthèse de la cellulose. La sucrose synthase fournit donc le premier précurseur de la synthèse de 
la paroi cellulaire et semble constituer, à côté de la cellulose synthase, la deuxième enzyme clé de la synthèse 
de cellulose (Shimizu et al., 1997). 
La paroi cellulaire contient d’autres polysaccharides, telles les pectines et les hémicelluloses, composées de 
galactose, d’arabinose, d’acides uroniques, … Le précurseur de ces polymères est une nouvelle fois l’UDP-
glucose. Contrairement à la cellulose, ces polysaccharides sont synthétisés dans l’appareil de Golgi, puis 
transportés jusqu’à la surface externe de la membrane plasmique par l’intermédiaire de vésicules Golgiennes. 
 
Ajoutons enfin que, dans des organes de stockage tels les graines ou les tubercules en développement, la 
dégradation du saccharose par la sucrose synthase est souvent associée avec la synthèse d’amidon (Zrenner et 
al., 1995). Au cours de cette dernière, l’UDP-glucose produit dans le cytosol est converti par une UDP-glucose-
pyrophosphorylase en glucose-1-phosphate. Celui-ci est transporté dans les plastes où il sert de précurseur à la 
synthèse d'ADP-glucose, premier substrat de la synthèse d’amidon (Nakaï et al., 1999). 
La sucrose synthase et les organes consommateurs 
L’efficacité d’absorption des organes consommateurs est définie par la capacité d’utilisation des photoassimilats. 
Elle dépend principalement du mécanisme de transfert des nutriments à partir du système de transport et de 
l’utilisation biochimique du saccharose dans les tissus consommateurs (Fu et Park, 1995). 
La figure 18 nous montre les différents devenirs possibles du saccharose lors du déchargement du phloème dans 
les tissus cibles. Le saccharose peut être déchargé dans l’apoplasme où une invertase acide apoplasmique peut 
alors le cliver en glucose et en fructose (A). Ceux-ci peuvent ensuite être transportés dans le cytosol et intervenir 
dans le métabolisme via le pool d’hexoses phosphate. Le saccharose, également susceptible d’être déchargé par 
voie symplasmique, peut soit : (1) être transporté dans la vacuole où une invertase acide vacuolaire peut le cliver 
(B) ; (2)  être clivé dans le cytoplasme par la sucrose synthase en UDP-glucose ( qui peut soit être utilisé dans la 
synthèse des polysaccharides, soit rejoindre le pool d’hexoses-P) et en fructose qui peut, lui aussi, rejoindre le 
pool d’hexoses-P (C) ; (3) être clivé dans le cytoplasme par une invertase pour donner du glucose et du fructose 














Une étude récente combinant microscopie confocale et analyses biochimiques a démontré que le déchargement 
du phloème dans un organe modèle comme les tubercules de pommes de terre, se produit principalement par 
voie apoplasmique (intervention d’invertase pariétale) dans les premiers jours de développement avec ensuite 
une augmentation de l'activité de la sucrose synthase. Cette augmentation provoque une modification du 
déchargement qui devient plutôt symplasmique dans les derniers jours où l’on constate aussi une plus grande 
activité de l’invertase cytosolique (Viola et al., 2001).  
 
C’est en raison de son intervention dans le déchargement du phloème et dans le développement des organes 
consommateurs que la SuSy a été désignée comme marqueur de l’efficacité assimilatrice de ces organes. Dans 
les organes consommateurs à croissance rapide, la sucrose synthase est la principale enzyme de dégradation du 
saccharose (Sun et al., 1997). Il est clair qu’une concentration élevée en enzymes de dégradation du saccharose 
augmente la capacité d’assimilation des organes consommateurs et en facilite le développement. En effet, une 
forte activé assimilatrice abaisse la concentration en saccharose présent dans les organes consommateurs: le 
gradient ainsi généré permet de maintenir un déchargement du phloème efficace et nécessaire au 
développement de ces organes (Chengappa et al., 1999). 
 
En règle générale, l’activité de la sucrose synthase est très importante dans les premiers stades de 
développement, ainsi qu'au stade mature lorsque reprend l’accumulation du saccharose. L’activité de la sucrose 
synthase semble donc liée à l’importation du saccharose et à sa consommation par des organes 
"consommateurs" (Hanggi et Flemming, 2001). Pour terminer, une augmentation d’activité de la SuSy a été 
décrite en réponse à l’anaérobiose ( phénomène présent à l’extrémité des racines ou lors d’inondations), à un 
stress au froid ou à la lumière. Ces conditions qui requièrent une meilleure assimilation du saccharose soulignent 
bien l’importance de la SuSy dans le développement des organes consommateurs dans des conditions limitantes 
(Rouhier et Usada, 2001).  
4.2. Les isoenzymes 
 
Les progrès rapides de la biologie moléculaire ont permis l’isolement et le séquençage d’isoformes de sucrose 
synthase chez de nombreuses espèces dont Arabidopsis (Martin et al., 1993), le maïs (Koch et al., 1992), la 
carotte (Sturm, 1996), le riz (Wang et al., 1999),.... La comparaison de ces données a permis de classer les 
sucrose synthases en trois groupes majeurs (Figure 19): un groupe représenté chez les monocotylédones 
(groupe SUS) et deux groupes présents chez les dicotylédones (groupe SUS1 et le groupe SUSA) (Komatsu et 
al., 2002).  
Chez les monocotylédones comme le maïs, les sucroses synthases sont encodées par deux gènes différemment 
exprimés, sh1 ( Shrunken aussi appelé sus2) et sus1 (Sturm et al., 1999). La production de SH1 est limitée à 
l’endosperme (tissu de réserve des graines), alors que celle de SUS1 a été mise en évidence dans divers tissus 






isoenzymes a aussi été détectée chez le froment (Marana et al., 1990) et le blé (Guerin et Carbonero, 1997). 
Chez les dicotylédones, le groupe SUS1 englobe une série d'isoformes telles que les deux gènes sus3 et sus4 
d'Arabidopsis et de pomme de terre. Les gènes sus3 et sus4 de pommes de terre ont une structure identique aux 
deux gènes (sh1 et sus1) observés chez les céréales, et les protéines produites y jouent un rôle similaire. A 
l’instar de SH1 chez les monocotylédones, SUS4 est produite exclusivement dans les racines où elle joue un rôle 
dans le déchargement du phloème. A l’inverse de SUS3 qui est produite tant dans les feuilles que les tiges et les 
racines (Fu et Park, 1995). Trois isoformes de la SuSy ont également été découvertes chez le pois (SUS1, 
SUS2, SUS3). Les gènes codant pour ces protéines possèdent des profils d’expression distincts dans les 
différents organes de la plante, ainsi que durant son développement (Barratt et al., 2001). Le groupe SUSA 
rassemble quant à lui des séquences distinctes de SS d'Arabidopsis, de betterave et de pois (Komatsu et al., 
2002). 
Le gène de la sucrose synthase asus1, isolé à partir d’une banque génomique d’Arabidopsis, présente des 
homologies de 67 à 72% avec des gènes de SuSy de pommes de terre, de maïs ou  encore d’Arabidopsis. Une 
comparaison du gène asus1 et du gène sh1 montre que la localisation des introns et des exons est totalement 
conservée entre Arabidopsis et le maïs (Martin et al, 1993). 
Une étude de mutation du gène sus1 du radis a par ailleurs révélé une diminution de 30% de la synthèse 
d’amidon dans les racines sans que le contenu en cellulose en soit affecté. Ceci indique que l’isoforme SUS1 est 
moins importante pour la synthèse de cellulose. Ce résultat démontre que différentes isoformes de SuSy peuvent 
diriger le saccharose préférentiellement vers une voie de synthèse plutôt qu’une autre.  
A l’heure actuelle, la recherche d’isoformes fait encore l’objet de nombreux débats. L'existence d'une forme 
membranaire de la SuSy en plus de la forme cytosolique est cependant certaine. D’un côté, la littérature 
démontre que ce sont les conditions cellulaires qui déterminent le caractère membranaire ou cytosolique  de la 
SuSy : ce phénomène serait contrôlé par la phosphorylation de l’enzyme. D’un autre côté, des études de mutants 
pour les gènes sh1 et sus1 du maïs indiquent que différentes isoformes peuvent avoir des rôles différents. En 
effet, si les mutations des deux gènes affectent la synthèse d’amidon dans l’endosperme, seule la mutation de 
sh1 provoque une dégénérescence phénotypique. L'isoforme SH1 est donc plus importante que SUS1 pour la 
fourniture du carbone à la voie de synthèse de la cellulose (Barratt et al., 2001).  
4.3. Modulation de l’expression de la sucrose synthase 
Contrôles transcriptionnels 
 
Le métabolisme du saccharose est impliqué notamment dans la synthèse des polysaccharides et la transduction 
du signal. Une perturbation de l’expression des gènes codant pour la SuSy peut donc, non seulement perturber 






l’expression de certains gènes du métabolisme général par la voie du "sugar sensing".  
L’expression des gènes codant pour la SuSy peut être influencée non seulement par le niveau de saccharose 
présent dans le milieu cellulaire, mais aussi et indirectement, par la durée de la photopériode. Ainsi chez le maïs, 
l'ARNm de sh1 est fortement exprimé sous des conditions limitantes en saccharose (~ 0.2%). On en retrouve 
aussi à l’intérieur des jeunes feuilles au moment où ces dernières ne sont pas encore capables de synthétiser 
leur propre saccharose. Le niveau de transcrit de sus1, lui, est quasi inexistant dans ces conditions mais 
augmente d'un facteur dix, voire plus, lorsque la concentration en glucose atteint 20%. Par ailleurs, entre le début 
et la fin de la période de clarté, le niveau de transcrit de la SuSy double, prouvant ainsi l’influence indirecte de la 
photopériode sur certains gènes (via la quantité de sucres ) (Geigenberger et Stitt, 2000). 
Lorsqu'un végétal est en présence d'une faible concentration d’O2 ( durant  une période de 12 heures à 7 jours), 
l’expression de la SuSy augmente, alors que celle de l’invertase diminue fortement. Au moins deux raisons 
expliquent ce résultat. Premièrement, la SuSy rend possible une mise en réserve immédiate de saccharose, de 
carbone et d’ATP, ce qui est un atout majeur sous une faible quantité d’O2, qui est encore renforcé par la 
répression de l’invertase. La diminution d’expression des invertases est remplacée par une expression de la 
SuSy qui permet de réduire la dépense en énergie et d’alimenter la synthèse d’amidon de réserve (Black et al., 
1987; Nakaï et al., 1999). Ce type de réaction est très rapide. En effet, une étude sur les produits de dégradation 
des enzymes a montré que deux heures après avoir subi un stress anaérobique (racines de maïs), la quantité de 
substrats fournis aux réactions importantes comme la respiration atteint le niveau minimum nécessaire au bon 
fonctionnement de ce cycle. La quantité de sucres se maintient donc à un niveau suffisant pour gérer la période 
post-stress et relancer ainsi l'intégralité du métabolisme (Zeng et al., 1999). 
 Deuxièmement, la réduction de l’expression et de l’activité de l’invertase peut avoir des répercussions plus 
importantes que celle de la SuSy, en limitant la quantité de glucose et de fructose produite et donc l’effet que de 
ces derniers pourraient avoir sur la transduction du signal. Ces sucres pourraient ainsi jouer le rôle de molécules 
signal et relancer l’expression de certains gènes favorisant une utilisation massive du saccharose et du carbone, 
au lieu de le conserver exclusivement pour assurer un fonctionnement minimum du métabolisme. L’étendue de 
ces signaux dépend du type de clivage du saccharose : en effet, l’invertase fournit deux fois plus d’hexoses non 
phosphorylés que la SuSy (Koch et al., 1992). Puisque ces molécules sont à la base d’une voie de transduction 
du signal chez les plantes, il est normal que l’expression et donc l’action de l’invertase, qui a un impact plus 
important sur le sugar sensing que la SuSy, soit réprimée pour éviter une action sur l’expression de gènes 
sensibles au fructose et au glucose. Le passage à l’utilisation presque exclusive de la SuSy lors de stress 
anaérobiques est donc un moyen efficace et rapide pour un végétal d’empêcher une déperdition d’énergie dans 
des réactions non vitales, et de favoriser sa survie en cas d’inondation par exemple. 
 
L'oxygène a donc un rôle régulateur sur l'expression des gènes de la SuSy. Contrairement à sus1, le gène 






une telle phase d’anaérobiose, des taux accrus d’ARNm de la sucrose synthase entraînent une augmentation de 
la teneur de cette enzyme dans les racines (Komatsu et al., 2002). 
L’expression de la SuSy dépend ainsi de facteurs endogènes et environnementaux. La multiplicité des réponses 
des gènes codant pour la SuSy fournit un mécanisme permettant d’altérer le profil de distribution des enzymes en 
réponse aux changements en hydrates de carbone, et d’ajuster le métabolisme du saccharose des cellules 
consommatrices à la quantité des photoassimilats disponible (Baratt et al., 2001).  
Malgré leur homologie de séquence, les gènes codant pour la SuSy sont souvent régulés différemment, très 
vraisemblablement grâce aux nombreux éléments cis que comportent leurs promoteurs. Sur base de la 
régulation de leur expression, les gènes de la SuSy peuvent être classés en deux groupes : le premier est 
composé des gènes de SuSy qui sont constitutivement exprimés, comme le gène sus1 du maïs, le deuxième 
comprend les gènes dont l’expression est fortement régulée par les différents facteurs environnementaux, 
comme le gène sh1 du maïs, dont l'expression est régulée en condition d’anaérobiose ou encore par les 
quantités de saccharose présentes dans le milieu (Martin et al., 1993).  
Contrôle post-traductionnel 
Un mécanisme majeur de contrôle de la SuSy au niveau protéique, impliquant un phénomène de 
phosphorylation, vient encore d’être mis en évidence récemment. Tanase et Yamaki (2000) ont ainsi découvert 
l’existence de deux isoformes de la SuSy chez la poire japonaise : SSI et SSII. Ils se sont alors rendu compte 
que les isoenzymes SSI et SSII correspondaient respectivement à la forme phosphorylée et non phosphorylée de 
la SuSy. La forme phosphorylée a plus d’affinité pour l’UDP et fonctionne donc plus dans la direction de 
dégradation du saccharose. Cette affinité de la SuSy phosphorylée pour l’UDP a aussi été observée chez la 
tomate, le soja et le maïs. La forme non-phosphorylée a, quant à elle, une plus grande affinité pour l’UDP-
glucose et favorise la synthèse du saccharose. La SSI a été détectée uniquement dans les jeunes fruits : le 
saccharose, après clivage par la forme phosphorylée, y est en fait principalement utilisé comme substrat de la 
synthèse des polysaccharides pariétaux. La SSII a plus particulièrement été mise en évidence dans les fruits 
matures : cette forme non-phosphorylée de la SuSy est utilisée pour la synthèse de saccharose qui s’accumule 
dans le fruit et lui donne sa saveur (Tanase et al., 2002).  
4.4. La localisation de la sucrose synthase  
 
La détection d’une grande quantité de SuSy dans les fibres de coton et dans le xylème durant le dépôt de la paroi 
secondaire confirme bien son rôle dans la synthèse des polysaccharides pariétaux (Delmer et Haigler, 2002). La 
SuSy a également été détectée en association particulière avec les tissus vasculaires des grains de riz. Plus 
spécifiquement, elle a été détectée dans les cellules compagnes de feuilles de maïs et dans le citron. La protéine 
est toutefois plus généralement observée dans les tissus consommateurs comme les racines de maïs et les 






De nombreuses études utilisant des techniques comme le Western blot et l’immunodétection ont été mises en 
œuvre afin de mettre en évidence la sucrose synthase. Durant la croissance des hypocotyles de radis, la SuSy a 
été localisée dans les cellules compagnes du phloème confirmant l’idée de Nolte et Koch (1993) qui spécifiait que 
la dégradation du saccharose par la SuSy se déroulait bien dans ces cellules et que les produits d’hydrolyse 
étaient bien utilisés pour le développement des organes consommateurs (Wang et al., 1999; Rouhier et Usada, 
2001; Komatsu et al., 2002). 
 
La SuSy a également été localisée dans le cytoplasme des cellules de tissus de stockage comme l’endosperme, 
confirmant son rôle dans l’apport indirect du substrat de synthèse de l’amidon (Wittich et Vreugdenhil, 1998), 
ainsi que dans les feuilles de pommes de terre (Fu et Park, 1995) et les fruits du citronnier (Nolte et Koch, 1993). 
 
En résumé, la SuSy joue donc un rôle clé dans le métabolisme du saccharose. Nous allons présenter dans ce qui 
suit l’autre enzyme concernée par notre travail : l’ADP-glucose pyrophosphorylase, principale enzyme contrôlant 
la synthèse d’amidon et du métabolisme duquel nous allons passer en revue les principaux axes. 
5. Le métabolisme de l'amidon 
5.1 L’amidon, l’amylose et l’amylopectine  
L’amidon est un polymère de glucoses liés en ? -1,4 qui est synthétisé dans les plastes. Eu égard à son degré 
élevé de polymérisation, l’amidon ne peut être transporté, il est donc stocké temporairement dans les 
chloroplastes (amidon transitoire) et à plus long terme dans les amyloplastes des tissus de réserve (amidon de 
réserve). L’amidon peut représenter jusqu’à 70% du poids frais des graines amylacées et 30% des organes de 
réserve. Il s’y présente sous forme de grains, de 0.1 à 10 nm de diamètre, dispersés dans les plastes et sans 
pouvoir osmotique : la synthèse d’amidon permet le stockage en masse de carbone réduit sans risque 
d'éclatement osmotique (Guignard, 2000). L’amidon transitoire sert principalement de réserve de carbone qui est 
directement utilisée durant les nuits afin de subvenir aux demandes de la plante durant cette période de non-
activité de la photosynthèse. L’amidon de réserve constitue, pour sa part, un stock durable de réserve de 
carbone utilisé le plus souvent en période de stress (froid, inondation) pour permettre la survie du végétal dans 
ces conditions défavorables (Buchanan et al., 2000). 
 
L'amidon est constitué de 20 à 30% d'amylose (0,1-1 kDa) essentiellement linéaire, le reste étant de 
l'amylopectine ramifiée (10 à 100 kDa). L'amylopectine se trouve dans un état semi-cristallin, et est phosphorylée 
en C3 ou C6 des glucoses. Cette phosphorylation a surtout lieu dans l’amidon de tubercules, et surtout de la 











uniquement d’amylopectine, l’amidon de réserve des amyloplastes est constitué d’un mélange d’amylose et 
d’amylopectine (Zeeman et al., 2002). 
a) l’amylose 
Longue chaîne, peu ramifiée (moins de 1% de ramifications), comprenant 600 à 6000 monomères de 
glucose. La position en ?  de la liaison osidique impose une rotation entre les plans de deux monomères 
consécutifs, ce qui conduit à la forme hélicoïdale de la macromolécule (Figure 20 A). L'élongation de 
l'amylose avec transfert de glucose à partir d'ADP-glucose fait intervenir au moins quatre isoformes 
d'amidon synthases. Parmi celles-ci, la GBSS (Granule-Bound Starch Synthase), dont le gène muté 
entraîne l'absence d'amylose, est tout à fait cruciale (Figure 21 A). 
b) L’amylopectine : 
Constituée de 6000 à 600 000 unités de glucose, l’amylopectine comporte de nombreuses chaînes latérales 
(plus de 6% de ramification) asymétriques. La ramification de l’amylopectine résulte de l’action d’enzymes 
« branchantes ». La réaction consiste à transférer des segments de 8 à 17 monomères de glucose 
provenant d’une chaîne non encore ramifiée (Figure 20 B). Les ramifications de l'amylopectine sont dues à 
deux isozymes (enzymes ramifiantes A et B). Seul le rôle exact de l'enzyme A est connu. Il est vraisemblable 
que des enzymes déramifiantes interviennent également dans la synthèse de l'amylopectine (Figure 21, B).  
 
Le rapport amylose / amylopectine varie de 1/8 à 1/3, non seulement en fonction de l’espèce, mais également 
selon le tissu considéré à l’intérieur d’une même plante. Ce rapport est d'une importance capitale pour l’industrie 
alimentaire, car il détermine le mode de cuisson des productions alimentaires, ainsi que le type d'utilisation qui 
peut être faite de l’amidon. Une bonne partie du maïs produit dans les pays industrialisés est utilisée en 
amidonnerie. Les produits issus de cette industrie sont nombreux, l'alimentation humaine et la papeterie / 
cartonnerie étant les plus importants (respectivement plus de 50% et 25% de l'amidon de maïs produit). 
L'utilisation de mutants de maïs permet de modifier à la fois le rapport amylose / amylopectine, ainsi que la 
qualité de chacun des polymères de base. Le mutant le plus utilisé, appelé "WAXY", ne contient ainsi que de 
l'amylopectine, c'est-à-dire un amidon très branché doté de bonnes caractéristiques de viscosité. Il est utilisé 
comme stabilisant et épaississant en alimentation humaine ou comme adhésif et agent lissant en 
cartonnerie/papeterie. Ces hybrides présentent des rendements inférieurs aux variétés non-mutantes. L'obtention 
du caractère WAXY par transgénèse permet toutefois de disposer d'un caractère dominant et d'éliminer les 
pénalités de rendement entraînées par la mutation (www.agriculture.gouv.fr). 
5.2. La synthèse d’amidon  
Comme nous l’avons présenté dans l’introduction générale (Figure 2 ; la nuit) au sein des chloroplastes, le cycle 
de Calvin fournit les précurseurs de la synthèse d’amidon lorsque la synthèse de saccharose excède sa 
consommation. Les trioses phosphates qui sont alors accumulés dans le chloroplaste sont transformés en 
glucose 6-phosphate puis en glucose 1-phosphate, substrat de l’AGPase pour la synthèse d’ADP-glucose, 
premier substrat de la synthèse d’amidon transitoire (Figure 22 A). 











et dont le saccharose est la source de carbone réduit. Dans les amyloplastes (non photosynthétisants), le 
carbone nécessaire à la synthèse d’amidon est importé du cytosol où le saccharose est converti en glucose-6-
phosphate. Après transport dans l’amyloplaste, le glucose-6-phosphate est isomérisé en glucose-1-phosphate 
avant d’aboutir à la synthèse d’ADP-glucose grâce à une enzyme ADP-glucose pyrophosphorylase (AGPase) 
(Figure 22 B).  
Cette enzyme est donc la clé du processus de synthèse d’amidon, elle fournit le précurseur (ADP-glucose) aux 
amidon synthases responsables de la polymérisation de l’ADP-Glucose en amylose et amylopectine (Guignard, 
2000 ; Buchanan et al., 2000)  
6. L’ADP-glucose-pyrophosphorylase ou AGPase 
L’AGPase, mise en évidence pour la première fois par Espada en 1962, a été par la suite détectée dans de 
nombreuses espèces de végétaux comme le pois, le riz (Hylton et Smith, 1992), le blé (Villand et al., 1992), 
Arabidopsis (Villand et al., 1993),…  
Elle forme un hétéro-tétramère composé de deux types de sous-unités distinctes mais néanmoins 
structurellement assez proches, la petite et la grande sous-unité (Krishnan et al., 1986 ; Chen et al., 1998). La 
première est généralement désignée par la lettre S pour « small » et présente un poids moléculaire compris entre 
47 et 51 kD. L’autre dite « large », symbolisée par un L, se situe dans une gamme allant de 49 à 60 kD. Toutes 
deux s’assemblent en un tétramère (2L+2S) de 200 à 240 kD qui constitue la forme active de l’enzyme (Villand et 
al., 1993 ; Salamone et al., 2002).  
L’AGPase est une enzyme allostérique activée par la présence de 3-Phosphoglycérate (3-PGA), mais inhibée par 
le phosphate inorganique (Pi). Le rapport entre la quantité de 3-PGA et de Pi détermine donc le taux d’activité de 
l’enzyme en régulant son fonctionnement et donc indirectement la quantité d’amidon présent dans les plastes 
(Kleczkowski, 2000). Ce type de régulation a été observé à la fois dans les organes photosynthétisants et non-
photosynthétisants. Toutefois ce type de contrôle ne semble pas être généralisé puisque les AGPases 
d’endosperme de blé, d’orge et de quelques lignées de maïs sont insensibles au rapport  3-PGA / Pi, démontrant 
une certaine hétérogénéité dans la régulation de l’AGPase (Singh et al., 2002).  
Une étude de la structure d’une AGPase recombinante de tubercules de pommes de terre, a permis de 
comprendre les interactions entre les sous-unités et le rôle joué par chacune d'elles à l’intérieur de l’enzyme 
hétéro-tétramérique des plantes supérieures (Preiss, 1997b). En absence de la grande sous-unité, les petites 
sous-unités sont capables de se rassembler en une structure quaternaire homotétramérique. L'homotéramère 
ainsi formé a toutefois des propriétés allostériques particulières. En effet, même si cette enzyme possède une 
activité AGPase (fortement réduite), elle est moins sensible à l’activation au 3-PGA, tout en étant plus sensible à 
l’inhibition par le Pi que la forme hétérotétramérique (Greene et Hannah, 1998). En l'absence de la petite sous-
unité, les grande sous unités sont incapables de former une structure stable. Il a donc été proposé que 
l’assemblage de l’hétérotétramère de l’AGPase soit initié par la formation d’un homodimère de petites sous-






l’absence de grande sous-unité, l’homodimère peut interagir avec des petites sous-unités et former un 
homotétramère (Wang et al., 1998). En comparant l’AGPase de la pomme de terre sous sa forme active et non 
active sur un gel SDS en conditions non réductrices, Fu et ses collaborateurs (1998) ont mis en évidence une 
réduction de ponts disulfures entre les Cys12 de deux petites sous-unités, lors des premières étapes du 
processus d’activation de l’enzyme (Fu et al., 1998). 
Des études de délétion des extrémités N et C terminales des deux sous-unités ont permis d’éclaircir leurs rôles 
respectifs. On a ainsi pu observer que la suppression de la partie carboxy-terminale des deux sous-unités ne 
permet pas la formation de l’AGPase. Ce résultat indique que cette extrémité est importante pour le repliement 
de chacune des sous-unités et/ou de l’assemblage de l’enzyme. La suppression des 10 acides aminés de la 
partie N-terminale de la petite sous-unité produit une enzyme fonctionnelle mais accroît la résistance de l’enzyme 
à l’inhibiteur. La même délétion au niveau de la grande sous-unité accroît aussi la résistance de l’enzyme à 
l’inhibiteur tout en augmentant la sensibilité au 3-PGA (Laughlin et al., 1998). 
 
Certains résidus lysines (Lys) interviennent dans la régulation de l’AGPase de feuilles d’épinards et sont 
fortement conservés dans la séquence de l’enzyme hétérotétramérique d'un grand nombre d'espèces comme la 
pommes de terre, le maïs, l'orge... En effet, la mutation des Lys-404 et Lys-441 des petites sous-unités en 
alanine réduit  l’affinité de l’enzyme à la fois au 3-PGA et au Pi. Quand les Lysines équivalentes sont mutées sur 
la grande sous-unité, l’inhibition n’est pas altérée alors que la sensibilité à l’activateur ne diminue que faiblement. 
Ces données démontrent que les résidus Lysine (Lys-404 et Lys-441) de la petite sous-unité sont plus importants 
pour la régulation de l’AGPase que leurs homologues des grandes sous-unités. La petite sous-unité regroupe 
l’ensemble des activités catalytiques de l’enzyme. En effet, la grande sous-unité exprimée seule ne manifeste 
aucune activité AGPase. Le rôle de cette sous-unité serait donc principalement d’interagir avec la petite sous-
unité et de modifier la conformation de l’enzyme afin de rendre l’AGPase fonctionnelle. (Ballicora et al., 1998). La 
combinaison de ces résultats prouve bien que les extrémités N et C-terminales sont essentielles au maintien des 
propriétés catalytiques et allostériques de l’AGPase.  
6.1. Rôle de l’ADP-glucose pyrophosphorylase 
 
Comme déjà signalé précédemment, l’AGPase catalyse la première étape de la synthèse d’amidon et joue de ce 
fait un rôle régulateur majeur dans ce processus aussi bien dans les tissus photosynthétisants que dans les 
autres (Doan et al., 1999). A titre d’ exemple, des mutations et des inhibitions antisens de l’AGPase ont conduit à 
une forte diminution de la production d’amidon : les mutants brittle-2 (bt-2) et Shrunken-2 (Sh-2) de maïs dont les 
mutations touchent respectivement les gènes de la petite et de la grande sous-unité de l’AGPase ne contiennent 
qu’une quantité réduite d’amidon (Denyer et al., 1996 ; Li et al., 2002 ; Rolletscek et al., 2002). De même, on a 











1998). Inversément, la surexpression de l’AGPase chez des plantes transformées, a permis de mettre en 
évidence une augmentation de la production d’amidon (Sweetlove et al., 1996). 
6.2 Les isoenzymes de l'AGPase 
Il est a présent établi que les deux sous-unités sont encodées par deux familles de gènes distinctes mais 
homologues (Sokolov et al., 1998 ; Chen et al., 1998). Une comparaison des séquences codant pour les deux 
sous-unités fait clairement ressortir une plus grande homogénéité entre les gènes codant pour la petite sous-
unité qu’entre ceux codant pour la grande. Les membres de chacune de ces familles semblent opérer dans 
différents tissus (embryon, endosperme, feuilles et cotylédons) de nombreuses espèces. Ainsi, chez Arabidopsis, 
il existe au moins quatre gènes (non caractérisés) codant pour l’AGPase : aps, qui code pour la petite sous-unité 
et apl1, apl2 , apl3 qui codent pour la grande. L'isoforme ApL1 est produite dans les cellules du mésophylle 
foliaire alors qu'ApL2 et ApL3 sont confinées dans d’autres tissus comme le chlorenchyme, les cellules 
compagnes, les cellules épidermiques… L’ApS est, pour sa part, produite dans l’ensemble de ces tissus. Il n’y a 
donc pas de contrainte apparente d'association de la petite sous unité de l’AGPase avec l'une ou l'autre des 
grandes sous-unité, puisque l’enzyme résultante est toujours active (Sokolov et al., 1998). 
 
Les séquences protéiques peuvent être logiquement classées en deux groupes (Figure 23): un premier qui 
regroupe les isoformes de la petite sous-unité, et un second pour ceux de la grandes sous-unité. Ensuite, au sein 
de ces deux groupes, des sous-groupes qui représentent les lieux d’expression privilégiée des isoformes des 
différentes sous-unités sont ensuite distingués. Le groupe des isoformes de la grande sous-unité est ainsi divisé 
en quatre sous-groupes (Figure 23): les sous-unités localisées à la fois dans les racines et les fruits (AgpL1 de 
tomates), un autre spécifique des tiges et des fruits (ApL3 d’Arabidopsis, AgpL2 de tomates). Un troisième sous-
groupe comprend les isoformes exprimés uniquement dans l’endosperme de monocotylédone (SH2 de maïs), 
tandis que le quatrième est spécifique des feuilles (AgpL3 de tomates, AgpL1 d’Arabidopsis). Deux sous-groupes 
sont à distinguer pour les petites sous-unités, un premier qui regroupe les S-AGP de tiges, feuilles et de racines 
(AgpS de tomates, Aps d’Arabidopsis) et un deuxième englobant les S-AGP spécifiques de l’endosperme (S-
AGP de maïs, de riz, de blé...) (Singh et al., 2002) (Figure 23). 
La présence de nombreuses sous-unités régulatrices, qui présentent moins d’homologie de séquences entre 
elles, permet de penser que les AGPase formées avec ces différentes sous-unités présentent des propriétés 
allostériques différentes. On peut dès lors supposer que la S-AGP d’Arabidopsis spécifique des tiges, des feuilles 
et des racines forme une enzyme active avec soit l’AgpL1 des feuilles, soit l’AgpL2 ou l’AgpL3 des tiges et des 
fruits. Ces AGPase différentes peuvent présenter, localement, des sensibilités différentes envers leurs 
activateurs et inhibiteurs (Sokolov et al., 1998). 
6.3. Modulation de l’expression de l’AGPase 






l'AGPase de pomme de terre augmentent en fonction de la taille du tubercule en développement. 
L’expression de l’AGPase est aussi régulée en fonction de la concentration en saccharose. Pour la tomate, par 
exemple, l’induction de la transcription des gènes des différentes sous-unités (grandes ou petites) s’opère 
clairement après incubation dans le saccharose. Cette induction se fait aussi bien dans les jeunes feuilles que 
dans les feuilles matures, ce qui montre que l’induction au saccharose peut avoir lieu aussi bien dans les organes 
consommateurs que producteurs.  
Il semble que la production des S-AGP et L-AGP soit bien contrôlée différemment par la présence de 
saccharose, certains gènes y étant sensibles et d’autres non : l’injection de saccharose dans un jeune fruit (10 
JAF) provoque l’augmentation du niveau de transcription de certaines sous-unités (AGP L1 de la tomate) dans 
les trois heures. Cette réponse semble atteindre un maximum dans les 6h après l’injection et se maintenir 
pendant 24h, alors que pour les autres sous-unités aucun changement d’expression n’est observé (Li et al., 
2002).  
Li et ses collaborateurs (2002) ont découvert sur le promoteur d’un gène codant pour une L-AGP de tomate 
(AgpL1), des boîtes ayant des homologies avec des séquences sensibles au saccharose. Dans une des 
premières (de –2470 à –2450 pb), ils ont mis en évidence deux éléments qui présentent 86% d'homologie avec 
des régions du promoteur de gènes de la sporamine de la patate douce. Ces gènes qui interviennent dans le 
stockage des protéines, sont régulés par le saccharose et nécessitent la présence de cette séquence pour être 
sensible au saccharose. Parmi les autres séquences, ils en ont identifié qui présentent une homologie de 87% 
avec une séquence de la sucrose synthase de maïs, démontrée pour être sensible au saccharose (boîte –2000 à 
–1986 pb). La découverte de ces boîtes permet donc d’affirmer que les différentes sous-unités sont régulées par 
le saccharose et cela aussi bien dans les feuilles que dans les fruits, même si toutes les sous-unités ne 
répondent pas de la même manière (Li et al., 2002). 
6.4. La localisation  
Dans des cellules non-photosynthétisantes telles des cellules de soja cultivées en suspension, l’AGPase est 
largement voire presque exclusivement concentrée dans les amyloplastes, alors que dans les cellules 
photosynthétisantes, l’enzyme est localisée à l’intérieur des chloroplastes. 
Des marquages immunocytochimiques ont démontré que de l’AGPase est à la fois localisée dans le cytoplasme 
et dans les plastes des cellules du péricarpe de tomate en développement. Dans les plastes, l’AGPase est plus 
particulièrement confinée dans le stroma et à la surface des grains d’amidon (Chen et al.,1998). De l’AGPase 
cytosolique a été mise en évidence dans l’endosperme de maïs et de pois en renfort métabolique de l’activité de 
l’AGPase plastidiale. Un transporteur spécifique d’ADP-glucose a d'ailleurs été identifié à l’intérieur des 











En résumé, les organes hétérotrophes (méristèmes, fruits, racines…) requièrent un apport continu de carbone 
réduit. Chez  la plupart des plantes supérieures, le carbone réduit est transporté sous forme de saccharose, qui 
peut être utilisé dans différentes voies de synthèse (paroi, amidon…) ou oxydatives. Parmi les enzymes 
responsables de ces voies métaboliques, la SuSy et l’AGPase sont deux enzymes clés : la SuSy est impliquée 
dans la synthèse de l’UDP-glucose, précurseur de polysaccharides pariétaux, au départ du saccharose. 
L’AGPase, elle, contrôle la synthèse du polysaccharide de réserve qu’est l'amidon. Les gènes de ces deux 
enzymes sont d'ailleurs considérés comme des marqueurs moléculaires importants des premiers stades de 
développement des feuilles de nombreuses espèces (Pien et al., 2001). L’activité relative d’une enzyme par 
rapport à l’autre détermine l’orientation métabolique de la cellule, soit vers la formation d’une paroi cellulaire, qui 
peut constituer la structure cytologique terminale d’une cellule (ex. de la cellulose essentiellement dans la fibre de 
coton), soit vers l’accumulation de polymères de réserve (ex. de l'amidon chez des tubercules de pommes de 
terre). 
 7. L'allocation du carbone chez Cichorium intybus 
Si la plupart des végétaux stockent l’amidon et quelques fois le saccharose comme polysaccharide de réserve, 
quinze pour-cent d’entre eux sont cependant capables de stocker d’autres polysaccharides tels des 
polyfructanes, dont un des principaux isomères est l’inuline. L’inuline, que l’on retrouve principalement chez les 
Astéracées comme la chicorée, est constituée d’une chaîne d’unités de fructose liées en ß-1,2-( 30 à 35 résidus 
en moyenne). Comme le saccharose, l’inuline est stockée dans les vacuoles mais, contrairement au saccharose 
qui est synthétisé dans le cytosol, l’inuline est synthétisée dans la vacuole.  
 
La synthèse de l’inuline fait intervenir deux enzymes : la sucrose sucrose 1-fructosyle transferase (1-SST) et la 
fructane fructane 1-fructosyle transferase (1-FFT). La SST catalyse le transfert d’un résidu fructose au départ 
d’une molécule de saccharose vers une autre molécule de saccharose, pour former le 1-kestose qui représente 
la molécule de base de la synthèse de l’inuline (ou la plus petite chaîne d’inuline). La FFT, quant à elle, transfère 
des résidus fructoses d’une molécule d’inuline à une autre, dans le but d’allonger ou de raccourcir les chaînes 
d’inuline (Vijn et Smeekens, 1999) (Figure 24). 
 
L’inuline accumulée par la chicorée durant la période allant du deuxième au cinquième mois de son 
développement représente jusqu’à 80% du poids frais de son unique racine (Druart et al, 2001). Le métabolisme 
des fructanes joue un rôle important dans la protection des végétaux confrontés à un stress hydrique ou au froid. 
Comme l’amidon de réserve, l’inuline est une source de carbone utile dans ces conditions qui en diminuent 
l’apport. Les différentes chaînes d’inuline ont aussi d’autres applications au niveau de l’industrie alimentaire. En 
effet, les chaînes courtes démontrent un pouvoir sucrant élevé, alors que les chaînes longues ont un faible 
pouvoir calorifique. 






pourquoi nous avons décidé de nous y intéresser en tirant parti d’outils présents au laboratoire : des polysérums 
dirigés respectivement contre une SuSy et une AGPase recombinantes, utilisables pour l’identification des 
enzymes correspondantes chez la chicorée. 
8. L’immunodétection  
 
Relativement faciles à mettre en œuvre, les techniques d’immunodétection sont très performantes : la grande 
variété de molécules différentes que peuvent reconnaître les anticorps et les nombreuses possibilités d’utilisation 
de ces derniers tant pour marquer des cellules en vue d’une observation microscopique que pour l’identification, 
voire le dosage d’un antigène donné, sont à l’origine de leur succès. Différents marqueurs ou traceurs permettent 
la visualisation, la localisation et la quantification des complexes antigène-anticorps : enzymes, fluorochromes, 
particules d’or colloïdal, ... Leur choix dépend des buts recherchés et des limites du système expérimental ou des 
instruments dont on dispose.L’anticorps est l’outil principal de l’immunodétection : la littérature fait état de 
l’existence de différents sérums et anticorps monoclonaux produits contre la SuSy et l'AGPase, repris dans les 
tableaux suivants: 
Anticorps Spécificité Références 
   
Antisérum de lapin AGPase de feuilles Fu et al., 1998 
 d'épinards  
   
Antisérum de lapin L-AGP du mutant Sh2 Greene et Hannah, 1998 
  Smidansky et al., 2000 
   
Antisérum de lapin S-AGP du mutant Bt2 Greene et Hannah, 1998 
  Smidansky et al., 2000 
   
Antisérum de lapin S-AGP et L-AGP Wang et al., 1998 
 exprimées dans E.coli  
   
   
Antisérum de lapin isoformes SuS1, 2, 3 de la Wang et al., 1999 
 SuSy de riz  
Antisérum de souris isoforme SSI de la poire Tanase et Yamaki, 2000 
 Japonaise  
   
Anticorps monoclonaux isoforme Sh1 de maïs Nolte et Koch, 1993 
  Koch et al., 1992 
   
 isoforme SuS1 de maïs Nolte et Koch, 1993 
  Koch et al., 1992 
   
 






polysérums disponibles dans notre laboratoire ont été obtenus suite à l’immunisation de lapins soit avec une 
sucrose synthase (SS1) d’Arabidopsis, soit avec une portion de petite sous-unité de l’AGPase (Aps) 
d’Arabidopsis, toutes deux produites en bactéries. 
9. L’immunomarquage en Western blots 
 
 La mise en évidence de protéines, préalablement séparées par électrophorèse et transférées sur une 
membrane, a longtemps été réalisée grâce à l’utilisation de radio-isotopes couplés à des anticorps secondaires. 
Néanmoins, il existe des alternatives non radioactives comme la chémiluminescence – kits ECL– où la lumière 
est émise comme produit d’une réaction chimique, et la chémifluorescence – kits ECF– où la lumière absorbée 
par une espèce est ensuite ré-émise, deux méthodes très souvent employées en raison de leur sensibilité et de 
leur facilité d’utilisation. 
 
La détection en chémiluminescence résulte d’une oxydation de luminol en conditions alcalines, catalysée par une 
peroxydase fixée de façon covalente à des anticorps secondaires. Ainsi, des blots marqués avec des anticorps 
primaires sont ensuite incubés avec des anticorps secondaires couplés à une peroxydase dont l’activité est 
révélée en présence d’un milieu composé de luminol, de 4-iodophénol (enhancer) et d'eau oxygénée. Les 
radicaux libres fabriqués par la peroxydase à partir de l'eau oxygénée oxydent le luminol, qui se retrouve alors 
dans un état excité et qui retourne à son niveau basal d’énergie en émettant de la lumière. Les photons émis sont 
détectés en autoradiographie ou à l’aide d’un fluor-imageur ( www.amershambiosciences.com ).  
 
La détection en chémifluorescence est quant à elle obtenue suite à la conversion enzymatique d’une substance 
peu ou pas fluorescente (substrat fluorogénique) en un produit fluorescent. Les composés fluorogéniques sont 
capables de fonctionner avec une grande variété d’enzymes. L’anticorps secondaire peut, par exemple, être 
couplé à une phosphatase alcaline qui clive un groupe phosphate du substrat fluorogénique et le transforme 
ensuite en produit qui, après excitation, émet un signal fluorescent détectable et quantifiable à l’aide d’un 
fluorimager (www.amershambiosciences.com ). 
 
La détection en fluorescence peut aussi être réalisée de manière directe, sans amplification enzymatique. Dans 
ce cas, les anticorps secondaires sont couplés à des fluorochromes qui peuvent être excités et distingués selon 
leurs propres spectres d’absorption et d’émission. L’utilisation de fluorochromes différents permet aussi 
d’effectuer ce que l’on appelle du multiplexage, c’est à dire une détection simultanée de différentes protéines 
transférées sur une même membrane. Pour plus de facilité,  cette technique demande que les anticorps 
primaires spécifiques des protéines à détecter soient directement couplés aux fluorochromes. La détection par 
l’intermédiaire d'un système d’acquisition (fluorimager et filtres) permet alors de distinguer les protéines entre 
elles selon la longueur d’onde d’émission des fluorochromes couplés à leurs anticorps respectifs. Nombre de 






Le seuil de sensibilité de l'immunofluorescence permet de détecter un polypeptide sans devoir soumettre 
systématiquement chacun des spots présents sur la membrane à une méthode comme la spectrométrie de 
masse, afin d’identifier la protéine recherchée, surtout dans le cas d’électrophorèse à deux dimensions 
(Fluorescence imaging technical manual, Amersham Phamacia Biotech, 2000). 
Dans notre cas, l'immunofluorescence s'est imposée, notre but étant d'identifier rapidement la SuSy et l’AGPase 
dans le protéome de la chicorée. 
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II. Objectifs du mémoire 
L’analyse du métabolisme des glucides chez les végétaux a permis de mettre en évidence l’importance des 
nombreuses enzymes contrôlant les multiples voies qui le composent. Deux de ces enzymes jouent cependant 
un rôle crucial. Il s’agit de la sucrose synthase et l’ADP-glucose pyrophosphorylase, qui contrôlent 
respectivement le métabolisme du saccharose pour la première, et de l’amidon pour la seconde. Ces deux 
réactions consomment en effet une grande partie du carbone fixé par les végétaux.  
L’objectif que nous nous sommes assigné est d’élucider l’implication de la SuSy et de l’AGPase dans l’allocation 
du carbone chez la chicorée qui, contrairement à la plupart des végétaux, stocke non pas de l’amidon ni du 
saccharose comme polysaccharide de réserve, mais de l’inuline.  
 
Pour ce faire, nous avons, dans un premier temps, tenté de mettre au point une technique d’immunodétection 
fiable combinant Western-blot et immunofluorescence, et utilisant des anticorps spécifiques des formes 
recombinantes de SuSy et d’AGPase. Dans un deuxième temps, nous avons essayé d’appliquer cette technique 
à des extraits de protéines solubles de radis et de chicorée afin de détecter une forme naturelle de SuSy et 
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III. Matériel et méthodes 
1. Production des protéines recombinantes 
 
1.1. Mise en culture des stocks bactériens 
Matériel 
?? LB liquide, pour 1L:  
10g de Bactotryptone, 
5g de Yeast extract, 
10g de NaCl, 
mettre à pH 7 autoclaver. 
?? LB-agar idem que LB liquide + 15g d’agar / L.  
?? Ampicilline (Sigma), solution stock 100 mg/ml en H2O, filtrée sur 0,2 ?m et conservée à –20°C. 
?? Bactéries BL21 DE3 contenant les vecteurs suivants : 
- peT17b-SS 
- peT17b-AGP ; conservées à –80°C. 
 
Protocole 
1. Préparer 100 ml de milieu LB agar, autoclaver, laisser le milieu dans un bain à 50°C durant 30 minutes. 
2. Y ajouter l’ampicilline afin d’obtenir une concentration finale de 100 ?g/ml et couler le milieu dans boîtes de 
pétri et laisser refroidir. 
3. Ensemencer ensuite les milieux avec les différentes bactéries et incuber la nuit à 37°C. 
4. Conserver les boîtes contenant les colonies bactériennes à 4°C. 
 
1.2. Culture de vérification  
Cette culture a été entreprise afin de vérifier l’expression des protéines cibles par les bactéries. 
1.2.1. Petite culture de 5ml 
Matériel 
?? LB liquide, pour 1L:  
-10g de Bactotryptone 
-5g de Yeast extract 
-10g de Nacl 
mettre à pH 7 autoclaver 
?? Ampicilline(Sigma), solution stock 100 mg/ml en H2O, filtrée sur 0,2?m et conservée à –20°C 
?? IPTG : Isopropyl-? -D-thiogalactoside, solution stock 100mM en H2O, filtrée sur 
0,2 ?m et conservée à –20°C. 
Protocole 
1. Ensemencer 5 ml de milieu LB additionné de 100 ?g/ml d’ampicilline avec une colonie de bactéries BL21 
DE3 contenant le vecteur pET approprié. Incuber à 37°C sous agitation. 
2. Après ?  2 heures d’incubation, mesurer la densité optique de la culture à 600 nm. 
3. Lorsque la  densité optique est entre 0,4 et 0,6 (phase exponentielle de croissance) ; ajouter l’IPTG à une 
concentration finale de 1mM. 
4. Après 3heures de culture à 37°C sous agitation, prélever 500 ? l de suspension bactérienne en vue de 
l’extraction des protéines recombinantes. 





1.2.2. Extraction des protéines au départ de 500 ? l de suspension bactérienne 
 
Matériel 
?? Tampon de chargement [5x] : Tris 250 mM, DTT 500mM, SDS 10%, ? -Mercaptoéthanol 10%, Glycerol 
50% 
?? Sonicateur « Bandelin sonoplus » HD 2070 (Bandelin electronic, Germany). 
 
Protocole  
1. Centrifuger 500 ? l de suspension bactérienne à 13000 rpm pendant 5 minutes à 4°C. 
2. Eliminer le surnageant et reprendre le culot dans 50 ? l de tampon de chargement [1x]  
3. Chauffer les échantillons à 100 °C pendant 10 minutes, les mettre sur glace et casser les bactéries par 
sonication pendant 1 minute à une puissance de 40%. 
4. Placer ensuite l’échantillon à –20°C durant 5 minutes et le décongeler afin d’en prélever 10 ?l en vue de 
son analyse en gel SDS-PAGE. 
1.3. Culture en vue de l’isolement de la protéine d’intérêt par le « T7-Tag 
affinity purification kit » (Novagen) 
1.3.1. Culture d’induction en vue de l’extraction des protéines d’intérêts 
Matériel 
LB liquide, pour 1L:  
-10g de Bactotryptone 
-5g de Yeast extract 
-10g de Nacl 
mettre à pH 7 autoclaver 
?? Ampicilline(Sigma), solution stock 100 mg/ml en H2O, filtrée sur 0,2 ?m et conservée à –20°C 
?? IPTG : Isopropyl-? -D-thiogalactoside, solution stock 100mM en H2O, filtrée sur 
0,2 ?m et conservée à –20°C. 
Protocole 
1. Ensemencer 6 ml de LB additionné de 100 ?g/ml d’ampicilline avec les souches BL21 DE3 transformées. 
Incuber à 37°C sous agitation. 
2. Après ?  2 heures d’incubation, mesurer la densité optique de la culture à 600nm. 
3. Lorsque la  densité optique est entre 0,4 et 0,6 ; mettre la culture à 4°C pendant la nuit.  
4. Centrifuger la culture liquide (?  4ml) à 4000 rpm à 4°C durant 30 secondes. 
5. Eliminer le surnageant et resuspendre le culot dans 4 ml de milieu LB frais. 
6. Ensemencer 100 ml de LB contenant 100 ?g/ml d’ampicilline avec les 4 ml de culture de la souche BL21 
DE3 transformée. Incuber à 37°C pendant ?  2heures sous agitation (250 rpm) 
7. Mesurer la densité optique de la culture à 600nm et lorsque celle-ci est comprise entre 0,4 et 0,6 ; ajouter 
l’IPTG à une concentration finale de 1mM. 
8. Incuber les bactéries à 37°C pendant 3 heures sous agitation et les collecter ensuite par centrifugation en 
vue de l’extraction des protéines. 
 
 





1.3.2. Extraction des protéines insolubles (protocole Novagen) 
 
Cette procédure permet d’isoler les corps d’inclusion contenant les protéines recombinantes dans du tampon 
Bind/Wash [1x] au quel nous avons ajouté de l’urée (6M) permettant de solubiliser les protéines. 
 
Matériel 
?? Kit d’extraction par affinité T7-Tag (Novagen) : 
- Tampon Bind/Wash T7 Tag [10x] : Na2HPO4 42,9 mM, KH2PO4 14,7 mM, 
KCl 27 mM, Tween 20 1%, Azide de sodium 0,02% (pH 7,3). 
?? Membrane de porosité de 0,45µm (Millipore) 
?? Sonicateur « Bandelin sonoplus » HD 2070 (Bandelin electronic, Germany). 
?? Centrifugeuse J2-21 Beckame  
 
Protocole 
1. Récolter les bactéries par centrifugation à 5500 rpm durant 5 minutes à 4°C. 
2. Bien éliminer le surnageant et laisser « sécher » le culot quelques minutes. 
3. Resuspendre le culot dans 10 ml de tampon Bind/Wash ne contenant pas d’urée. 
4. Placer l’échantillon dans un bain de glace et casser les bactéries par sonication 3x1 minute à une puissance 
de 40%. 
5. Centrifuger à 13000 rpm à 4°C pendant 15 minutes afin de collecter les corps d’inclusion et resuspendre le 
culot dans 5 ml de Bind/Wash [1x] sans urée en soniquant 3x1 minute 
6. Recentrifuger l’échantillon une fois comme décrit ci-dessus. 
7. Eliminer le surnageant et laisser « sécher » le culot quelques minutes. 
8. Resuspendre le culot dans 10 ml de Bind/Wash [1x] contenant de l’urée (6M). 
9. Incuber sur glace pendant une heure afin de solubiliser complètement les protéines. 
10. Eliminer les composants tout à fait insolubles en centrifugant à 18000 rpm durant 20 minutes à 4°C. 
11. Filtrer le surnageant au travers d’une membrane de 0,45 ?m avant de procéder à la purification sur colonne 
T7-Tag. Conserver 50 ? l de cette filtration afin de vérifier l’efficacité de l’extraction par dépôt sur gel SDS-
PAGE. 
12. Diluer l’extrait avec du tampon Bind/Wash [1x] afin de ramener la concentration en urée de 6 à 2M avant son 
chargement sur la colonne. 
 
Ensuite deux possibilités peuvent se présenter : 
?? La diminution des forces ioniques de la solution entraîne une précipitation des protéines (la solution 
devient trouble), il faut alors centrifuger l’échantillon à 15000 rpm durant 20 minutes à 4°C. 
Resuspendre ensuite le culot dans 200 ? l de tampon de chargement [1x] et le conserver à –20°C. 
Ce qui est les cas des protéines recombinantes AGPase-T7-tag 
?? Si les protéines ne précipitent pas charger le surnageant sur la colonne afin de réaliser la purification. 
Ce que nous avons dû faire dans le cas de la protéine recombinante SuSy-T7-tag. 
??  
 1.3.3. Purification des protéines avec le « T7-Tag affinity purification kit »  
Principe 
 
Le kit T7-Tag affinity de Novagen permet la purification des protéines de fusion. Il est basé sur l’interaction 
spécifique entre un peptide T7-Tag présent sur la protéine recombinante et un anticorps anti-T7-tag immobilisé 
sur une résine de chromatographie. 
Matériel 





?? Kit d’extraction par affinité T7-Tag (Novagen) : 
- Tampon Bind/Wash T7 Tag [10x] : Na2HPO4 42,9 mM, KH2PO4 14,7 mM, KCl 27 mM, Tween 
20 1%, Azide de sodium 0,02% (pH 7,3). 
- Tampon d’élution  [10x]: acide citrique 1M (pH 2,2) 
- Tampon de neutralisation [1x] : Tris 2M (pH 10,4) 
Protocole 
1. Mettre la colonne de chromatographie sur un support approprié et déposer 5 ml de tampon Bind /Wash [1x] 
maintenu à température ambiante, afin d’éliminer toute présence de bulles d’air dans le verre fritté. 
2. Laisser la résine T7-tag antibody agarose s’équilibrer à température ambiante et la déposer entièrement sur 
la colonne de chromatographie. 
3. Equilibrer la résine par lavage avec 10 ml de tampon Bind/Wash [1x] et charger ensuite la solution protéique 
(?  30 ml) maintenue à température ambiante. 
4. Récolter la fraction protéique non liée à la colonne (le flow-through), qui sera analysée sur gel SDS-PAGE en 
même temps que les éluats. 
5. Laver la colonne avec 10ml de tampon Bind/Wash [1x]. 
6. Préparer 5 tubes Eppendorf contenant 150 ? l de tampon de neutralisation.  
7. Eluer les protéines retenues à la colonne avec 5 fois 1 ml de tampon d’élution [1x], récolter ?  1ml par tube 
Eppendorf et mélanger immédiatement le contenu de chaque tube par inversion afin d’homogénéiser l’éluat 
et le tampon de neutralisation. 
8. Laver la colonne avec 10 ml de tampon Bind/Wash [1x]. Mettre des bouchons de part et d’autre de la 
colonne et la stocker à 4°C, de même que les tampons. 
2. Analyse des protéines 
2.1. Electrophorèse en gel SDS-PAGE ( méthode de Laemmli)  
Principe 
 
Les gels de polyacrylamide sont utilisés pour la séparation des protéines. La majorité des électrophorèses de 
protéines se font en conditions dénaturantes afin d’éliminer l’action de certains facteurs qui pourraient modifier la 
mobilité électrophorétique des protéines (formation de multimères, agrégation, structure tertiaire, charge 
respective). Le sodium dodécyl sulfate (SDS) est utilisé afin d’éviter ces problèmes. Par conséquent, lors d’une 
électrophorèse en conditions dénaturantes (où le champs électrique et la viscosité demeurent constants), seule 
la taille des protéines intervient dans la migration. 
 
Matériel 
?? Tampon de chargement [5x] : Tris 250 mM, DTT 500 mM, SDS 10%, ß- Mercaptoéthanol 10%, Glycérol 
50%, Bleu de Bromophénol 0,25% (pH 6,8) ; 
?? Acrylamide/Bis 30% (BioRad), 
?? SDS : Sodium dodecyl sulfate (Sigma), 
?? APS : Ammonium persulfate (Sigma), 
?? TEMED : N,N,N’,N’-tetraméthyl-éthylènediamine (Sigma), 
?? Tampon d’électrophorèse : Tris-HCl 25mM (pH 8,3), Glycine 250 mM, SDS 0,1%  
?? Cuve d’électrophorèse : Mini- PROTEAN II and ready gel accessories (Bio-Rad, 165-2944) et Protean II 
xi cell (Bio-Rad, 165-1814) 
?? Etalons de poids moléculaire: -Pre-stained SDS-PAGE standards (Bio-Rad, n° Cat 161-18): 211, 122, 
80, 51, 35.9, 28.6, 20.8, 6.7 kDa 
 -Precision protein standards (Bio-Rad, n° Cat 161-0372): 250, 150, 100, 
75, 50, 37, 25, 15, 10 kDa. 
 





?? Solution de coloration : Bleu de Coomassie Brillant Blue R250 0,1%, Méthanol 40%, H2O 50%, Acide 
acétique 10% 
?? Solution de décoloration : Méthanol 40%, Acide acétique 10%, H2O  





?? Utilisation de peignes 10 puits de 0.75 mm d’épaisseur (Bio-Rad) permettant un chargement maximum 
de 48 ? l et de peignes 5 puits (Bio-Rad) dans des gels de 1,5 mm dont la capacité maximum de 
chargement est de 200 ? l par puits. 
?? Le pourcentage du gel utilisé dépend du poids moléculaire de la protéine que l’on veut détecter. Dans 
notre cas un gel 8%, nous a permis de mettre en évidence les deux protéines sur un même gel puisque 
les enzymes recombinantes ont des poids moléculaires de 95 kDa pour la SuSy et 27 kDa pour 
l’AGPase.   
 
Composition des gels 
 
  Running gel 8% 
(10ml) 
 Stacking 5% 
(5ml) 
H2O   4,6 ml    3,4 ml 
30% acrylamide mix  2,7 ml    0,83 ml 
Tris *   2,5 ml    0,63 ml 
SDS 10%   0,1 ml    0,05 ml 
APS 10%   0,1 ml    0,05 ml 
TEMED   0,006 ml    0,005 ml 
* Tampon Tris 1.5 M (pH 8.8) dans le cas du Running gel et tampon Tris 1 M (pH 6.8) dans le cas du Stacking 
gel. 
 
?? Après avoir ajouté les deux catalyseurs (APS et TEMED) au mélange acrymlamide-bisacrylamide, 
couler le running Gel entre deux plaques de verre séparées par des  spaceurs.  
?? Après polymérisation (±30 minutes pour les gels de 7x10 cm), placer le peigne et couler le stacking Gel 
(2ml pour les gels 7x10 cm). 
?? Après la polymérisation du Stacking Gel (±30 minutes) placer les gels dans la cuve et remplir cette 
dernière avec du tampon d’électrophorèse, enlever le peigne et rincer les puits avec quelques ml de 
tampon d’électrophorèse. 
 
Chargement des échantillons 
 
?? Les protéines soumises à l’électrophorèse sont directement solubilisées dans un tampon de chargement 
[5x] dans les proportions de 2,5 µl de tampon de 1/5 de bleu pour 4/5 d’échantillon. 
Migration 
 
?? L’électrophorèse est réalisée dans une cuve prévue à cet effet  et sous une tension de 150 V pour les 
gels de dimension 7x10 cm durant 45 à 50 minutes. 
 
Détection des protéines 
 
?? Après migration électrophorétique, le gel est retiré de son support de verre et plongé dans la solution de 
coloration pendant 30 minutes. Afin de visualiser les protéines, on décolore progressivement le gel avec 
la solution de décoloration. 
?? Plonger ensuite le gel dans de l’eau désionisée avec du glycérol 10% en attendant de le sécher avec le 
Gel-Air-Dryer. 














?? Membrane de PVDF (polyvinylidene fluoride), hydrophobic, 0,2 µm, WESTRAN®, Schleicher and 
Schuell, 
?? Tampon de transfert Bio-Rad :  -Tris 48 mM 
- Glycine 39mM 
- MeOH analytique 20 % 
-SDS 0.0375 % 
Remarque : Ce tampon ne nécessite pas de mise à pH  
?? Méthanol  
?? Papier absorbant BioRad : Extra thick blot paper (8,6 x 13,5 cm) 
?? Appareil de transfert semi-dry (Bio-Rad) : « Trans-blot Semi-Dry Transfer Cell » branché à une source 
Pharmacia LKB, GPS 200/400, 125 VA ; 50/60 Hz 
 
Protocole    
 
1. Découper un morceau de membrane PVDF correspondant à la taille du gel SDS-PAGE 
2. Incuber la membrane de PVDF 5 secondes dans le méthanol suivie directement d’une incubation de 5 
minutes dans l’eau désionisée. Equilibrer ensuite la membrane et les papiers absorbants dans le tampon de 
transfert durant au moins 30 minutes. 
3. Après l’électrophorèse, équilibrer le gel dans le tampon de transfert et assembler le montage de transfert 
dans l’appareil semi-dry en évitant la formation de bulles d’air (Figure 25). 
4. Réaliser le transfert des protéines du gel SDS-PAGE vers la membrane PVDF pendant 25 minutes, sous 
une alimentation stable de 15 Volts. 
Pour vérifier que le transfert a bien eu lieu, on procède à la coloration et à la décoloration du gel SDS-PAGE. 
 
2.3. Immunomarquage après Dot et Western blots 
 
La détection des protéines, en dot-blot et Western-blot, est basée sur la reconnaissance d’un antigène d’intérêt 
immobilisé sur un support solide, par des anticorps spécifiques (présents dans le sérum des animaux immunisés) 
eux-mêmes reconnus par des anticorps secondaires couplés à un fluorochrome. 
L’observation de la membrane à différents temps d’excitation permet la détection des complexes antigène 
immobilisé-anticorps formés. 
Matériel 
?? Tampon TBS : -Tris HCl 20mM (pH 7,6)  
  -NaCl 137 mM. 
?? Tampon TBST :  - Tampon TBS +0.1% de Tween 20 
?? Agent bloquant : - Tampon TBST +5 % de poudre de lait . 
?? Anticorps primaires : -polysérum de lapin anti-sucrose synthase (SuSy) recombinante.  
-polysérum de lapin anti-ADP-glucose pyrophosphorylase (AGPase) recombinante 
(aliquotés et conservés à –20°C). 
 
?? Anticorps secondaires : -Anticorps de chèvre anti-IgG de lapin couplé au fluorochrome Alexa 488 
(Molecular Probes) . 
 -Anticorps de chèvre anti-IgG de lapin couplé au fluorochrome Alexa 594 
(Molecular Probes) . 
(aliquotés et conservés à –20°C et à l’abris de la lumière) 






?? Fluorimètre : Fluor-S® MAX multiimager system (Bio-Rad)  
 
-Source d’excitation UV par épi -illumination.  
Temps d'exposition recommandé : .0,1 à 3 secondes pour un marquage qui utilise la 
fluorescence (Fluor-S® MAX multiimager, hardware instruction manual; BIO-RAD).  
 
-Une "camera CCD" (Charge Coupled Device) est un appareil photo numérique beaucoup plus 
sensible qu'une plaque photographique.  
 
-Filtres:  
-530DF60 : sélectionnant les longueurs d’ondes d’émission entre 500 et 560 (détection Alexa 
488). 





L’analyse en dot-blot constitue un moyen rapide de détermination de la spécificité et des dilutions adéquates des 
anticorps utilisés. 




1. Découper un morceau de taille appropriée de membrane PVDF.  
2. Incuber la membrane 5 secondes dans le méthanol suivie directement d’une incubation de 5 minutes dans 
l’eau désionisée. 
3. Déposer 2 fois 1 µl d’échantillon directement sur la membrane. 
4. Laisser pénétrer l’échantillon durant 1 minute.  
5. Incuber la membrane dans l’agent bloquant à température ambiante durant une heure sous agitation Cette 
étape de saturation empêche une fixation anarchique des anticorps primaires à la surface de toute la 
membrane. 
6. Laver ensuite la membrane sous agitation avec du TBST selon la séquence suivante : 
             1x 2 minutes, 1x 15 minutes, 1x 5 minutes. 
7. Incuber la membrane dans l’anticorps primaire dilué 1000 fois dans une solution TBST durant 1heure à 
température ambiante sous agitation. 
 OU dans le cas d’un test d’épuisement T7-tag : incuber préalablement le polysérum (dilué 1000x 
dans du TBST) avec une autre protéine de fusion T -tag durant 1h sous agitation. Ensuite incuber la 
membrane dans le polysérum épuisé durant 1h à  température ambiante. 
8. Laver la membrane dans la solution TBST selon la séquence présentée en 6. 
9. Incuber la membrane dans l’anticorps secondaire (dilué 200x dans du TBST et centrifugé à 5000rpm durant 5 
min à 4°C) à température ambiante et à l’obscurité durant une heure sous agitation.  
10. Laver la membrane comme au point 6 tout en la protégeant de la lumière. 
11. Laisser sécher la membrane 20 minutes à une nuit à l’obscurité pour une meilleure lecture de résultats. 
12. Scanner la membrane à l’aide du fluorimètre, afin de visualiser les résultats. 
Western-blot 
1. Incuber la membrane de PVDF dans l’agent bloquant durant une heure à température ambiante sous 
agitation  
2. Laver ensuite la membrane  sous agitation avec du TBST selon la séquence suivante : 
3. 1x 2 minutes, 1x 15 minutes, 1x 5 minutes.  
4. Incuber la membrane dans l’anticorps primaire dilué 1000 fois dans une solution TBST à 4°C pendant une 
nuit sous agitation.  





OU dans le cas d’un test d’épuisement, incuber préalablement le polysérum dilué 1000 fois dans du 
TBST avec l’enzyme recombinante durant 1h sous faible agitation.  
5. Suite du protocole identique à celui du dot-blot à partir du point 4. 
3. Extraction de protéines végétales  
 
Principe 
Dans ce protocole, les protéines solubles de tissus végétaux sont extraites dans un tampon aqueux dans le but 
de les séparer dans un gel dénaturant. Les protéines sont ensuite visualisées par coloration du gel ou par 
immunodétection après Western-Blot.  
 
Matériel 
?? Matériel végétal :   -Feuilles de radis de 2 semaines 
 -Plantules de chicorée (6 semaines) 
 -Feuilles et racine de chicorée adulte. 
?? Protéase inhibitor cocktail tablets (CompleteTM) (Roche). 
?? Azote liquide. 
?? Polyvynil pyrophosphate (PVPP). 
?? Tampons d’extractions : 
1.Tampon MOPS-NaOH : (Huber et al., 1996) 
- 50mM de Mops-NaOH; pH 7,5 
- 15mM de MgCl2 
- 1mM d’EDTA 
- 0,1% de triton X-100 
- 2,5% de glycérol 
- 2,5mM de DTT 
- 1mM de PMSF (stock 10mM) 
2.Tampon MOPS-NaOH avec inhibiteurs de protéases : (1 tablette / 25ml de tampon)  
3.Tampon HEPES -KOH: (Sweetlove et al.,1996) 
- 200mM d’HEPES-KOH; pH 7,3 
- 1mM d’EDTA 
- 1mM de DTT 
- 1mM de PMSF (stock 10mM) 
4.Tampon HEPES-KOH avec inhibiteurs de protéases (1 tablette / 25ml de tampon) 
 
5. Tampon Rivard : (www.agrobiotheque.can) 
-Tris-HCl 100mM, pH 7  
- EDTA 1 mM 
- PMSF 1 mM  
- ? -mercaptoéthanol 0,1 M  
- 1mM de PMSF (stock 10mM) 
?? Centrifugeuse Biofuge A Heraeus Sepatech.  
?? Pilon et mortier préalablement pasteurisés. 
 
Protocole  
1. Broyer les feuilles ou les racines dans de l’azote liquide jusqu’à l’obtention d’une poudre très fine. Le matériel 
végétal doit toujours être gardé congelé pour éviter l’activité de protéases endogènes de la plante . 
2. Peser 20 à 30 mg de PVPP qui sert à capturer les polyphénols et les placer dans un Eppendorf. 
3. Ajouter 1 ml de tampon d’extraction ainsi que 100 µl de PMSF 1mM. Il est important de noter que le PMSF 
n’a pas une durée de vie très longue en solution aqueuse.  Il est habituellement gardé dans de l’isopropanol. 





Il faut donc le mettre dans le tampon d’extraction moins de 30 minutes avant de l’utiliser. 
4. Peser rapidement 0,2 g à 0,3 g de poudre végétale et l’ajouter à la solution d’extraction  
5. Laisser le mélange sur la glace pendant 5 à 10 minutes en vortexant périodiquement pour permettre une 
bonne extraction des protéines. 
6. Centrifuger le mélange à 13000 rpm pendant 25 minutes à 4°C pour récupérer les protéines solubles dans le 
surnageant.  
7. Doser les protéines du surnageant et les stocker à –20°C. 
4. Dosage des protéines 
4.1. La méthode Bradford  
Cette technique utilise un colorant, le bleu de coomassie, dont la coloration change après adsorption (fixation de 




?? Bio-Rad Protein assay  
?? BSA (Sigma): Stock 2 mg/ml en PBS 
?? Spectrophotomètre SHIMADSU UV-1601 
 
Protocole 
1. Préparer une gamme étalon  de 0.2 à 1 mg/ml de BSA diluée en PBS. 
2. Déposer 100 µl de chacune des solutions étalons dans des tubes en verre. Le blanc étant constitué de 100 µl 
de PBS. 
3. Mettre également 100 µl des échantillons à doser dans des tubes. 
4. Ajouter 5 ml de réactif de dosage préalablement dilué 5x dans l’eau désionisée. 
5. Vortexer, laisser reposer 5 minutes et lire l’absorbance à 595 nm 
6. Déterminer la concentration en protéine de l’échantillon à partir de la droite de régression obtenue. 
 
4.2. NanoOrange ® Protein quantification Kit  
Principe 
Ce kit permet de détecter des concentrations en protéines beaucoup plus faibles, jusqu’à 10 ng/ml, ce qui est 100 
fois plus sensible que les méthodes de Bradford ou Lowry. Lorsque le réactif NanoOrange se fixe au détergent 
hydrophobe  “coaté ” autour des protéines à doser, il devient fluorescent (spectre d’absorption centré sur 470 nm 
et spectre d’émission centré sur 570 nm) ce qui permet la quantification de l’échantillon par mesure de la 
fluorescence à l’aide d’un spectrofluorimètre. 
Matériel 
 
?? NanoOrange Kit(N-666, Molecular probes). 
-NanoOrange protein quantification “reagent” [500x] (stocké à –20°Cet protégé de la lumière). 
-NanoOrange protein quantification “diluent”[10x] (stocké à température ambiante). 
-Bovine serum Albumine (BSA) standard (stocké à –20°C). 




1. Préparer du “diluent”[1x] sachant que 2,5 ml sont nécessaires par échantillon à doser. 
2. Préparer la “working solution” : diluer 500x le “reagent” dans le “diluent” [1x], bien homogénéiser et protéger 





l’ensemble de la lumière. 
3. Préparer la gamme étalon de 0.01 µg/ml à 0.6 µg/ml de BSA diluée dans la “working solution”  en suivant les 
proportions suivantes : 
 
Volume(µl) de solution BSA Volume de working solution [1x] Concentration finale en BSA 
0 ml 2,50 ml 0 µg/ml 
1,50 ml de 1µg/ml 1,00 ml 0,6 µg/ml 
0,75 ml de 1µg/ml 1,75 ml 0,3 µg/ml 
0,25 ml de 1µg/ml 2,25 ml 0,1 µg/ml 
1,50 ml de 0,1µg/ml 1,00 ml 0,06 µg/ml 
0,75 ml de 0,1µg/ml 1,75 ml 0,03 µg/ml 
0,25 ml de 0,1µg/ml 2,25 ml 0,01 µg/ml 
 
4. Prélever 100 µl de chacun des échantillons à doser. 
5. Ajouter 2,4 ml de “working solution”sur les 100 µl d’échantillon, vortexer et faire chauffer 10 minutes entre 90 
et 96°C en protégeant de la lumière. 
6. Laisser revenir à température ambiante pendant 20 minutes, en protégeant de la lumière. 
7. Pour la mesure, exciter la solution à 485 nm et mesurer l’émission à 590 nm à l’aide d’un spectrofluorimètre. 
8. Déterminer la concentration en protéines de l’échantillon à partir de la droite de régression obtenue. 
 





RESULTATS ET DISCUSSION 





IV Résultats et discussion  
 
Dans le but de pouvoir déterminer l’implication de la sucrose synthase (SuSy) et de l’ADP-glucose 
pyrophosphorylase (AGPase) dans l’allocation du carbone chez la chicorée, nous avons donc entrepris la mise 
en évidence de ces enzymes dans différents organes de ce végétal. Utilisant les outils disponibles au laboratoire, 
à savoir des polysérums dirigés respectivement contre des formes recombinantes de SuSy et d’AGPase, nous 
avons mis au point une technique d’immunomarquage en fluorescence de ces protéines immobilisées sur une 
membrane après Western Blot. Cette technique a ensuite été appliquée à la détection de SuSy et d’AGPase 
dans des préparations protéiques de chicorée . 
 
Dans une première partie, nous discuterons de la production et de la purification de nos deux protéines cibles, la 
SuSy et l’AGPase recombinantes qui serviront de témoins positifs au cours des différentes étapes de notre 
recherche. Une deuxième partie sera consacrée à la mise au point, à l’aide des Susy et AGPase recombinantes, 
d’une technique de détection en immunofluorescence de ces protéines immobilisées sur une membrane, ainsi 
qu’à la vérification du bon fonctionnement de cette méthode pour l’analyse d’extraits protéiques de radis utilisés 
comme contrôle végétal. Une troisième et dernière partie traitera de l’application de notre méthode à la mise en 
évidence de la SuSy et de l’AGPase dans des extraits protéiques de chicorée. 
1.Production et purification de SuSy et d’AGPase 
1.1.Vérification de l’expression des protéines recombinantes en bactéries 
 
Afin de réaliser notre premier objectif, nous devions disposer de stocks suffisants de protéines recombinantes. 
Pour constituer ceux-ci, nous avons donc entrepris de remettre en culture des bactéries BL21DE3 transformées 
avec les vecteurs pET 17b-SuSy et pET 21c-AGPase conservées à –80°C. Le vecteur pET 17b-SuSy contient en 
effet une séquence complète codant pour le gène SUS1 d’Arabidopsis tandis que le vecteur pET 21c-AGPase 
contient une séquence partielle de la petite sous-unité d’AGPase d’Arabidopsis (ApS). Ces constructions ont été 
générées au laboratoire dans le cadre d’un projet de recherche. Ces séquences étaient alors destinées à 
l’expression des protéines en bactéries, ces dernières étant utilisées pour l’immunisation de lapins. Il existait 
donc déjà, au laboratoire, des stocks de polysérums contre ces deux protéines cibles. Les protéines exprimées 
par les bactéries BL21DE3 transformées avec ces vecteurs sont en fait des protéines de fusion qui possèdent un 
T7-tag à leur extrémité NH2 terminale. Leur poids moléculaire attendu, calculé sur base de leur séquence en 
acides aminés est de 95 kDa pour la SuSy et de 27 kDa pour l’AGPase. 
 
Afin de contrôler la bonne production de la SuSy et de l’AGPase, des cultures de 5 ml de milieu sélectif ont été 
ensemencées avec des colonies bactériennes transformées soit avec le vecteur pET17b-SuSy soit avec le 
pET21c-AGPase. L’IPTG a permis d’induire l’expression des protéines par les bactéries, et des cultures non 
induites ont été utilisées comme contrôle. 












L’analyse, sur gel SDS-PAGE, des extraits protéiques totaux préparés à partir de ces cultures, a permis de 
vérifier l’efficacité de la production des protéines par les bactéries. La figure 26 A  montre que les protéines 
d’intérêt, d’un poids moléculaire de 95 kDa pour la SuSy (**) et 27 kDa pour l’AGPase (*), sont effectivement 
produites par les bactéries BL21DE3 en présence d’IPTG. Aucune distinction entre la production des 
cultures induites et non-induites n’est cependant visible dans le cas de l’AGPase recombinante, 
contrairement à la SuSy recombinante pour laquelle une nette différence est observée. Ces résultats ne 
surprennent pas vraiment dans la mesure où ils ont déjà été obtenus au laboratoire : le contrôle basal 
d’expression des protéines n’est pas toujours effectif dans le cas du vecteur pET. Cette déficience dans le 
contrôle de l’expression des protéines cibles n’est toutefois pas gênante dans le cadre de notre travail 
puisque notre but était de constituer des stocks suffisants de protéines cibles recombinantes dont nous 
avons ensuite entrepris la purification. La figure 26 B constitue  une vérification du PM de la SuSy qui est 
mise en évidence entre les étalons de 80 et 122 kDa conformément à ce qui est attendu d’après son PM 
théorique de 95 kDa. 
1.2. Purification des protéines recombinantes 
Afin de purifier les protéines recombinantes, nous avons eu recours à la chromatographie d’affinité, à l’aide d’un 
kit “T7 tag purification” (Novagen). Ce kit est basé sur l’interaction d’anticorps anti-T7 tag, fixés sur une résine de 
chromatographie, avec le peptide T7 tag des protéines recombinantes.  
Sachant que les deux protéines recombinantes SuSy-T7tag et AGPase-T7tag sont en réalité produites par les 
bactéries sous forme de corps d’inclusion insolubles, nous avons dû recourir à l’utilisation d’un protocole 
d’extraction permettant la solubilisation de ces protéines. Cette opération a été réalisée par l’ajout d’urée 6M au 
tampon d’extraction. Une telle concentration d’urée étant néfaste pour la colonne d’affinité, cette concentration en 
urée a ensuite été ramenée à 2M en diluant l’extrait avec du tampon de chargement. Cette opération peut, dans 
certains cas, provoquer la précipitation des protéines solubilisées. C’est ce que nous avons observé dans le cas 
de l’AGPase.  
 
La figure 27  montre l’analyse sur gel SDS-PAGE en conditions dénaturantes de l’AGPase recombinante purifiée 
par précipitation. Elle atteste bien de l’efficacité de cette procédure qui donne lieu à une préparation d’AGPase 
recombinante débarrassée de protéines de E.coli.  Contrairement à l’AGPase, la SuSy recombinante n’a pas 
précipité lors de l’étape de dilution de l’urée de 6 à 2M. Les protéines extraites, diluées dans le tampon binding 
2M urée, ont ensuite été déposées sur la colonne de chromatographie afin de purifier la SuSy. L’utilisation de 
cette colonne d’affinité T7-tag a permis d’obtenir plusieurs éluats qui ont été analysés sur gel SDS-PAGE en 
condition dénaturante. La figure 28 montre que la SuSy recombinante est bien présente dans les éluats 1 et 2. 
Elle ne l’était qu’en très faible quantité dans les éluats 3, 4 et 5 (à peine visible sur gel et non montré). 
 











Les protéines présentes dans les échantillons contenant de l’AGPase et de la SuSy purifiées ont été quantifiées 
à l’aide d’un kit de dosage basé sur la fluorescence : le « NanoOrange quantification kit » (Molecular Probes), la 
méthode de Bradford n’ayant pas permis de doser les éluats contenant la SuSy.  
Les stocks d’AGPase et de SuSy que nous avons ainsi constitués contenaient respectivement 3.7 mg/ml et 
86 µg/ml (éluat 1) et 55 µg/ml (éluat 2) de protéines. Ces stocks nous ont ensuite permis de vérifier la spécificité 
des polysérums anti-SuSy et anti-AGPase disponibles au laboratoire. Ils ont aussi servi à mettre au point notre 
technique de marquage en fluorescence comme explicité ci-après. 
2. Mise au point de la technique de marquage 
2.1. Principe du marquage et de la détection  
Le système de détection que nous avons utilisé est basé sur la technique d’immunomarquage indirect. 
L’antigène, immobilisé sur un support solide (membrane PVDF), est reconnu par des anticorps primaires 
spécifiques (produits chez le lapin). Ceux-ci sont, eux-mêmes, reconnus par des anticorps secondaires (anticorps 
de chèvre anti-IgG de lapin) couplés à des fluorochromes dont la fluorescence, émise suite à l’excitation, est 
détectée à l’aide d’un Fluorimager grâce à l’utilisation de filtres appropriés (Figure 29).  
Notre choix des fluorochromes couplés aux anticorps secondaires a été effectué selon deux critères principaux: 
(a) La nécessité de discriminer les fluorescences émises, puisque le but final est de pouvoir appliquer notre 
détection en multiplex : afin de mettre en évidence les protéines sans avoir de détection chevauchante 
des fluorochromes, il faut choisir des fluorochromes dont les spectres d’émission sont bien distincts.  
(b) La disponibilité, au niveau du Fluorimager, des filtres de sélection des longueurs d’ondes d’émission 
permettant de distinguer les différents fluorochromes entre eux. 
Sur base de ces données, les fluorochromes Alexa 488 et Alexa 594 (Molecular Probes) ont été retenus. Alexa 
488 émettant à 519 nm (vert), est visualisé grâce au filtre 530DF60 qui sélectionne les longueurs d’onde 
d’émission comprises entre 500 et 560 nm. Alexa 594 qui émet à 617 nm (rouge), est quant à lui détecté grâce à 
un filtre 610LP permettant de laisser passer les longueurs d’ondes émises au-delà de 610 nm (Figure 29). Tout 
au long de nos expérimentations, nous avons systématiquement utilisé, d’une part, l’anticorps secondaire couplé 
à Alexa 488 pour la détection de la SuSy et d’autre part, l’anticorps secondaire couplé à l’Alexa 594 pour mettre 
en évidence l’AGPase. 










2.2. Détection en DOT-BLOT  
L’évaluation de la méthode de détection a tout d’abord été réalisée en dot-blot. Nous avons ainsi entrepris un test 
de réaction croisée dans le double but de vérifier d’une part, la spécificité des anticorps primaires et d’autre part, 
la possibilité de détecter chacune des deux protéines à l’exclusion de l’autre. 
Nous avons également inclus dans ce test un contrôle d’épuisement qui vise à détecter la proportion d’anticorps 
anti-T7 Tag dans les polysérums spécifiques utilisés. En effet, les protéines recombinantes SuSy-T7 Tag et 
AGPase-T7 Tag ont servi à immuniser les lapins : il est donc possible que les polysérums produits par ces 
derniers contiennent des anticorps anti-T7 Tag et que ceux-ci soient la source de détections croisées (un même 
sérum serait capable de reconnaître les deux protéines, SuSy-T7 Tag et AGPase-T7 Tag, à la fois). 
 
Dans la pratique, 2 µl de SuSy et d’AGPase recombinantes ont été déposés sur des languettes de membrane 
PVDF. Après une étape de saturation, chacune de ces languettes a ensuite été incubée, soit en présence de 
sérum anti-AGPase ou de sérum anti-SuSy, soit en présence des mêmes sérums épuisés par pré-incubation 
avec une autre protéine, la glucose épimérase fusionnée à un T7 Tag (GE-T7 Tag), soit encore en présence des 
anticorps secondaires seuls. Comme nous l’avons dit précédemment, la fixation des anticorps anti-SuSy a été 
visualisée par l’utilisation des anticorps secondaires-Alexa 488 tandis que la fixation des anticorps anti-AGPase a 
été détectée grâce aux anticorps secondaires-Alexa 594. 
 
La figure 30 A montre les membranes marquées et analysées à l’aide du Fluorimager, en utilisant le filtre 
530DF60 prévu pour la visualisation du fluorochrome Alexa 488. Nous pouvons constater que le sérum anti-SuSy 
montre une très bonne reconnaissance des deux échantillons de SuSy déposés sur la membrane tandis 
qu’aucun échantillon d’AGPase n’est significativement détecté (strip 2). Nous en avons donc déduit, d’une part, 
que la SuSy ne possède pas d’épitope commun avec l’AGPase (ce qui est conforme à ce que nous attendions 
puisque nous n’avons pas observé de réelle homologie entre les séquences de la SuSy et de l’AGPase) et 
d’autre part, que le polysérum anti-SuSy ne contient pas de quantités importantes d’anticorps anti-T7tag. Cette 
dernière déduction peut d’ailleurs être vérifiée par l’analyse de la membrane marquée avec le sérum anti-SuSy 
pré-incubé en présence de GE-T7tag et sur laquelle aucune diminution significative de la reconnaissance de la 
SuSy n’est observée (strip 3). L’absence de marquage sur la membrane mise en contact avec l’anticorps 
secondaire seul (strip 1) témoigne bien de la spécificité de notre procédure de marquage. Aucune protéine n’est 
mise en évidence sur les languettes soumises à une procédure de marquage impliquant l’utilisation des anticorps 
secondaires-Alexa 594 (strips 4, 5, 6), ce qui atteste de la spécificité de notre méthode de détection de la SuSy. 
 
Les résultats de l’analyseau Fluorimager des mêmes membranes marquées, en utilisant le filtre 610LP pour la 
mise en évidence du fluorochrome Alexa 594, sont présentés à la figure 30 B. Nous pouvons observer que le 
sérum anti-AGPase détecte correctement les deux échantillons d’AGPase déposés sur les membranes alors 
qu’aucune reconnaissance significative des échantillons de SuSy ne peut être mise en évidence (strip 5). Nous  










pouvons donc déduire, comme dans le cas de la SuSy, que le polysérum anti-AGPase ne possède pas de 
quantité importante d’anticorps anti-T7tag, ce qui peut aussi être vérifié sur la membrane marquée avec le sérum 
pré-incubé avec la GE-T7tag qui ne présente pas de diminution significative du marquage de l’AGPase (strip 6). 
En outre, l’absence de marquage sur la membrane incubée avec l’anticorps secondaire Alexa 594 seul (strip 4) 
atteste bien de la spécificité de notre procédure de marquage. En conséquence, la présence d’un faible signal au 
niveau des échantillons de SuSy (figure 30 B, strips 2 et 3) ne serait pas due à des interactions non spécifiques 
anticorps-antigène mais plutôt aux caractéristiques du filtre utilisé pour la mise en évidence de l’anticorps 
secondaire Alexa 594. En effet, en permettant la visualisation de la fluorescence émise à partir de 610 nm, ce 
filtre permet également la visualisation d’un faible signal encore émis par le fluorochrome Alexa 488 au-delà de 
610 nm. 
2.3. Détection en WESTERN-BLOT 
Notre méthode de détection a ensuite été évaluée en Western Blot : après migration en gel SDS-PAGE, des 
échantillons de SuSy et d’AGPase recombinantes ont été transférés sur une membrane de PVDF et marqués 
avec les sérums anti-SuSy et anti-AGPase. La figure 31 montre les résultats obtenus suite à l’examen au 
Fluorimager des membranes marquées avec le filtre 530DF60, pour la mise en évidence de la SuSy (figure 31 A) 
et avec le filtre 610 LP, pour la détection de l’AGPase (figure 31 B).  
 
La figure 31 A confirme bien ce que nous avions obtenu lors du dot-blot puisque seule la SuSy recombinante est 
détectée par le sérum anti-SuSy au PM attendu de 95 kDa. L’AGPase n’est pas reconnue par le sérum anti-SuSy 
et aucune protéine n’est détectée sur la membrane marquée avec le sérum anti-AGPase et les anticorps 
secondaires-Alexa 594. Ceci permet donc de conclure que nos méthodes de détection et de visualisation de 
SuSy sont bien spécifiques. De la même manière, l’utilisation du filtre 610LP permet la mise en évidence de la 
reconnaissance de l’AGPase par le sérum anti-AGPase au PM attendu de 27 kDa (figure 31 B). Aucune 
détection de SuSy n’est visible sur la membrane incubée avec l’anticorps primaire anti-AGPase et les anticorps 
secondaires Alexa 594, ce qui atteste une fois de plus de la spécificité du sérum utilisé. Le léger signal encore 
détecté au niveau de la SuSy serait, comme dans le cas des dot blots, dû au filtre (610LP) utilisé pour la mise en 
évidence des anticorps secondaires-Alexa 594 qui laisserait passer une partie du signal émis par le fluorochrome 
Alexa 488. Rappelons ici que, lors de l’analyse des membranes marquées au Fluorimager,  l’excitation des 
fluorochromes est réalisée par épi-illumination, en scannant une large gamme de longueurs d’ondes dans l’ultra-
violet. Les fluorochromes différents présents sur une même membrane sont donc tous excités simultanément, 
d’où l’utilité de filtres de détection spécifiques de chacun d’eux. Le filtre 610 LP que nous utilisons pour la mise en 
évidence du fluorochrome Alexa 594 est donc moins optimal que le filtre  530DF60 servant à la mis en évidence 
du fluorochrome Alexa 488. Il permet toutefois une discrimination suffisante des deux marquages (SuSy-Alexa 
488 et AGPase-Alexa 594) et c’est pourquoi nous avons continué à l’utiliser tout au long de ce travail. 










La membrane présentée figure 31 A a été gardée à l’obscurité et relue toutes les semaines sans montrer la 
moindre diminution d’intensité de signal durant une période de deux mois, ce qui confirme la stabilité de ce 
marquage en immunofluorescence qui est nettement supérieure à celle d’un marquage en chémiluminescence 
d’une durée de demi-vie de 60 min. Après avoir vérifié la spécificité des polysérums qui mettent bien en évidence 
des protéines d’un poids moléculaire attendu et la fonctionnalité de notre méthode de détection, nous avons 
entrepris d’en évaluer la sensibilité. 
2.4. La sensibilité de la méthode de détection 
Afin de vérifier la limite de détection des protéines recombinantes par les polysérums, différentes quantités de 
SuSy et d’AGPase recombinantes ont été déposées sur gel SDS-PAGE, transférées sur membrane et marquées 
avec leurs polysérums et anticorps secondaires respectifs.  
 
Les résultats obtenus (Figures 32 et 33) montrent que la SuSy est bien détectée jusqu’à 4 ng, tout comme 
l’AGPase. Cette sensibilité est comparable à celle obtenue  en travaillant en chémiluminescence et 
chémifluorescence ( Fluorescence imaging technical manual Amersham Phamacia Biotech, p132). Le marquage 
diffus qui peut être observé aux alentours de 50 kDa (figure 33) pourrait résulter de la détection d’agrégats 
d’AGPase, formés lors du stockage des protéines recombinantes et mal dénaturés lors du gel SDS-PAGE. 
Mise au point d’une technique de détection de la SuSy et de l’AGPase recombinante : 
premières conclusions  
 
A ce stade de notre travail, nous pouvons conclure que nous avons mis au point un test de détection spécifique 
de la SuSy et de l’AGPase recombinantes en fluorescence. Cette approche permet la détection d’au moins 4 ng 
de protéines recombinantes, ce qui correspond à la gamme de sensibilité des techniques ECF et ECL 
couramment utilisées en protéomique. 
 
Dans l’étape suivante de notre démarche, nous avons entrepris d’évaluer la validité de notre méthode pour la 















3.Mise au point de la détection de SuSy et d’AGPase dans des 
extraits de protéines végétales 
3.1.Détection de la SuSy et de l’AGPase dans des extraits de protéines de 
radis 
Les sérums utilisés dans cette recherche étant dirigés contre une SuSy et une AGPase (Aps partielle) 
d’Arabidopsis produites sous forme recombinante, nous avons tout d’abord évalué leur capacité à reconnaître 
leurs protéines cibles dans des extraits protéiques solubles de feuilles de radis (Raphanus sativus). Les tampons 
d’extraction que nous avons utilisés ne permettent pas l’extraction des protéines membranaires, mais 
uniquement les protéines solubles, puisque les enzymes que nous recherchons sont essentiellement 
cytosoliques. Comme Arabidopsis, le radis appartient à la famille des crucifères. Il est toutefois nettement plus 
approprié pour une étude biochimique qu’Arabidopsis qui requiert quant à elle un grand nombre de plants pour 
réunir le matériel de base nécessaire aux extractions. 
 
Nous avons extrait les protéines solubles de feuilles de radis de 2 semaines avec cinq tampons différents, 
dérivés de la littérature. Les extraits obtenus ont été analysés sur gel SDS-PAGE et leur contenu en protéines a 
été estimé par la méthode de Bradford. Nous avons ainsi obtenu les rendements suivants en protéines solubles :  
Tampon Mops : 0,450 mg/ml ; Tampon Mops + IP (inhibiteurs de protéases) : 0,549 mg/ml ; Hepes : 0,478 mg/ 
ml ; Hepes + IP : 0,529 mg/ml ; Rivard : 0,529 mg/ml. Les extractions à l'aide de ces différents tampons ont donc, 
d’un point de vue rendement, fonctionné de manière presque semblable, même si le tampon Mops+IP donne lieu 
au rendement le plus élevé.  
 
Au départ de ces extraits, nous avons entrepris une immunodétection de SuSy et d’AGPase après une 
électrophorèse SDS-PAGE et un transfert sur membrane PVDF. La figure 34 montre, dans tous les extraits 
analysés, la détection par les anticorps anti-SuSy d’une protéine de PM légèrement supérieur à la taille de la 
SuSy recombinante contrôle (95 kDa). Ce résultat concorde avec ceux obtenu par Usada et ses collaborateurs 
(1999) qui ont détecté de la SuSy dans des extraits de protéines solubles de feuilles de radis grâce à l'utilisation 
d'anticorps dirigés contre une SuSy de soja. Ils ont en effet mis en évidence une bande de poids moléculaire se 
situant légèrement en dessous des 97 kDa. Des résultats similaires ont aussi été obtenus sur des extraits de 
protéines solubles de fruit de tomate et de grains de riz grâce respectivement à l'utilisation d'anticorps dirigés 
contre l'isoforme SuS1 de maïs et les isoformes SuS 1, 2, 3 du riz (Wang et al, 1999). 
 
Le polysérum anti-AGPase,  dirigé contre une séquence partielle d’ApS, détecte pour sa part deux protéines de 
poids moléculaire  proche de 50 kDa : 1 bande (*) visible  dans les extraits Mops, Mops + IP, Rivard ; et une 
bande de poids moléculaire supérieure plus épaisse et marquée de manière plus diffuse, visible dans tous les 
extraits (Figure 35 ). Ces protéines pourraient correspondre à la petite (ApS) et à la grande (ApL) sous-unité  










d’AGPase dont les poids moléculaires sont respectivement de 49 et 52 kDa dans des extraits de protéines 
solubles de feuilles d'Arabidopsis (Way et al., 1998), de 50 kDa pour la petite et 51 kDa pour la grande sous-unité 
de l’AGPase de tubercules pommes de terre (Ballicora et al., 1998), et en général de 50 et 56 kDa pour la petite 
et la grande sous-unité de l’AGPase d’endosperme des céréales (Krishnan et al., 1998). 
 
Pour vérifier cette hypothèse, nous avons analysé l’effet d’une étape de pré-incubation du sérum anti-AGPase en 
présence d’AGPase recombinante, sur la reconnaissance des protéines cibles dans les extraits végétaux. Une 
disparition de la réponse observée dans les extraits végétaux confirmerait l’identité des protéines détectées. Un 
test semblable a été effectué en parallèle avec le sérum anti-SuSy pré-incubé en présence de SuSy 
recombinante. Nous avons alors choisi de travailler uniquement avec l’extrait Mops+IP, qui s’avère être une des 
meilleures préparations permettant la détection des deux protéines cibles. 
 
La figure 36  présente les résultats obtenus à la suite de la pré-incubation des anticorps anti-SuSy en présence 
d’un échantillon de SuSy recombinante purifiée. A ce stade, nous préciserons que le stock de SuSy 
recombinante que nous avons purifié dans le cadre de ce travail était apparemment trop peu concentré pour 
avoir un effet significatif sur la réponse du polysérum (résultats non montrés). Cela étant, nous avons dû utiliser 
un stock plus ancien de SuSy purifiée mélangée à du tampon de chargement contenant du bleu de bromophénol, 
ce qui a rendu impossible le dosage de la quantité de protéines présentes dans notre échantillon. Nous avons 
cependant pu constater que, comme précédemment, le sérum anti-SuSy non épuisé détecte une protéine de PM 
légèrement supérieur à la SuSy recombinante contrôle (Figure 36 A, *). Une autre protéine de PM compris entre 
50 et 37 kDa est également détectée. Ce résultat qui diffère de celui présenté figure 31 a été observé à plusieurs 
reprises mais de manière non constante. Aucune réaction de ce genre n’a malheureusement été recensée dans 
la littérature couverte. Nous avons donc formulé l'hypothèse que cette protéine de faible PM pourrait 
correspondre à de la SuSy partiellement dégradée. La pré-incubation du sérum en présence de SuSy 
recombinante semble bien corroborer cette hypothèse, puisque cette protéine de faible PM, de même que celle 
de PM attendu, ne sont pas détectées dans les extraits en conditions d’inhibition (Figure 36 B et C). La 
reconnaissance de la protéine recombinante par le sérum diminue avec la quantité croissante de protéines 
recombinantes servant à l'épuisement, sans toutefois arriver à éteindre complètement le signal. 
La figure 37 montre quant à elle les résultats obtenus suite à la pré-incubation du sérum anti-AGPase avec 
299 µg d'AGPase recombinante purifiée. Les deux bandes protéiques d'un PM proche de ~50 kDa sont peu ( 
bande inférieure) ou pratiquement pas (bande supérieure) reconnues par le polysérum épuisé (Figure 37, B) 
alors qu'elles sont bien détectées par le sérum non épuisé (Figure 37, A). La pré-incubation du sérum avec 
l’AGPase recombinante ne parvient toutefois pas à éteindre complètement le signal observé sur les protéines 
recombinantes (Figure 37 B), ce qui tend à indiquer que le rapport anticorps- antigènes inhibiteurs n’était pas 
optimal pour obtenir une inhibition totale.  
Ces résultats suggèrent donc que les deux protéines détectées par le sérum anti-AGPase dans des extraits de 





feuilles de radis correspondent aux deux sous-unités contribuant à la formation de la structure tetramérique de 
l’AGPase souvent détectées aux alentours de 50 kDa (Doan et al., 1999). Ajoutons qu’aucun marquage direct 
des protéines recombinantes végétales n’a été observé avec les anticorps secondaires seuls, ce qui confirme 
une fois de plus la spécificité de nos résultats (non montré).  
 
Nous mentionnerons enfin que nous avons pu observer la présence de « bandes parasites » entre les marqueurs 
de 75 kDa et 50 kDa à la fois dans les extraits végétaux et dans les échantillons d’AGPase recombinantes 
(Figure 37). Différentes hypothèses peuvent être envisagées pour expliquer cet artefact, en procédant par 
éliminations successives : (i) puisque aucune bande similaire n’a été observée sur la membrane contrôle incubée 
avec les anticorps secondaires, ce marquage n’est donc pas dû à ces derniers ;  (ii) ce n’est pas de 
l’autofluorescence puisque l’exposition d’une membrane après transfert des protéines, mais avant marquage, ne 
montre aucune mise en évidence de ces bandes (non montré) ;  (iii) il ne s’agit pas non plus d’AGPase agrégée 
puisque les bandes sont toujours présentes sur les membranes incubées avec les anticorps épuisés avec de 
l’AGPase. Il est toutefois curieux de constater qu’une observation similaire a été décrite par Wang et ses 
collaborateurs lors du marquage de Western blots avec un polysérum dirigé contre la petite sous–unité d’AGPase 
d’Arabidopsis produite sous forme recombinante (Wang et al. 1998). Ces auteurs proposent que ce marquage 
« parasite » serait dû à la présence, dans le polysérum anti-AGPase d’anticorps reconnaissant un épitope 
commun à plusieurs protéines (présentes tant dans les extraits végétaux que recombinants). Des protéines 
provenant de E.coli, présentes en faible quantité dans les échantillons servant aux immunisations, seraient à la 
base de la formation de ces anticorps. Ces derniers pourraient alors se fixer à des protéines végétales possédant 
des sites antigéniques semblables.  
 
Ajoutons pour terminer qu’un essais de réduction de ces interactions non spécifiques par diminution du temps 
d’incubation de l’anticorps primaire ( de une nuit à 4°C à 1h à température ambiante) s’est traduit par une nette 
diminution de l’intensité de ces bandes mais aussi par une diminution des signaux positifs, ce qui nous a conduit 
à garder nos conditions initiales de travail.   
 
Les tests d’inhibition nous ont donc principalement confirmé la validité de notre approche pour la mise en 
évidence de SuSy et d’AGPase dans des extraits végétaux. Nous avons ensuite entrepris d’appliquer ce test à la 










Figure 38 : Western-blot. Immunodétection de la SuSy dans 10 µg de protéines solubles
extraites avec les tampons Mops et Mops+IP de racines et de feuilles de
chicorées de 6 semaines analysés en Western-blot et marqués à l'aide du
polysérum anti-SuSy et de l'anticorps secondaire-Alexa 488.
Contrôle positif : 860 ng de SuSy recombinante.


































3.2. Détection de la SuSy et de l’AGPase dans des extraits de protéines de 
chicorée 
Nous avons tout d’abord réalisé des extractions de protéines solubles avec les tampons Mops et Mops+IP à 
partir, d’une part, de feuilles de chicorée provenant de plantules de 6 semaines et de jeunes feuilles provenant de 
plantes matures et, d’autre part, de racines. Après avoir quantifié les protéines totales des différents extraits, 
nous avons analysé ces derniers en Western blot et avons marqué les blots avec les sérums anti-SuSy et anti-
AGPase. 
 
La figure 38 montre que le sérum anti-SuSy détecte, dans 10 µg d'extraits bruts de racine, une protéine d’un PM 
légèrement supérieur à celui de la SuSy recombinante, similaire à celle que nous avons déjà observée dans les 
marquages de protéines de feuilles de radis. Cette bande correspondrait donc bien à de la SuSy, présente dans 
la racine de chicorée. Aucune mise en évidence de la SuSy n’a par contre été obtenue dans les extraits de 
feuilles de chicorée. Nous avons donc refait l’expérience en analysant 50 µg de protéines solubles (Krishnan et 
al.,1986) au lieu de 10 µg. Comme le montre la figure 39, malgré l’augmentation de la quantité de protéines 
solubles déposées, aucune détection d’une protéine pouvant correspondre à la SuSy n’est visible dans les 
extraits de feuilles de chicorée. Par contre, ce résultat confirme bien la présence de SuSy dans les racines. La 
protéine mise en évidence semble toujours être la même puisqu'elle est détectée au même PM que lors de 
l'analyse effectuée sur 10 µg de protéines solubles. 
 
La figure 40 montre les résultats relatifs à la mise en évidence d’AGPase dans 50 µg de protéines totales 
extraites de feuilles et de racines de chicorée. Une bande protéique de PM  proche de 50kDa est bien visible 
dans les extraits préparés à partir de jeunes feuilles de plantes adultes (*) et une même bande, d’intensité plus 
faible, est aussi distinguée dans les extraits de racines et de feuilles de 6 semaines. Le marquage d’une bande 
de PM supérieur est également observé dans les extraits provenant de jeunes feuilles de chicorées matures. 
Comme évoqué précédemment dans le cas du radis, les protéines mises en évidence aux alentours d’un PM de 
50 kDa correspondraient à la sous-unité de l’AGPase. La bande de PM plus élevé reconnue par le polysérum 
anti-AGPase dans les extraits provenant des jeunes feuilles de plantes adultes pourrait correspondre à la grande 
sous-unité de l’AGPase puisque la littérature renseigne l’existence de PM allant jusqu’à 60kDa pour cette sous-
unité (Harn et al., 2000). Les nombreuses traînées verticales présentes peuvent être dues a de nombreux 
composés qui peuvent venir « parasiter » la détection en fluorescence (Fluorescence imaging technical manual 









Conclusion générale concernant la détection de la SuSy et de l’AGPase dans les 
extraits végétaux 
 
Au terme du travail que nous venons de présenter, nous pouvons conclure que nous avons réussi à mettre au 
point une technique d’immunomarquage en fluorescence nous permettant de mettre en évidence les deux 
enzymes cibles de notre étude, la SuSy et l’AGPase, dans des extraits végétaux aussi bien de radis que de 
chicorée analysés en Western blots. Comme précisé dans l’introduction, la SuSy est principalement impliquée 
dans l’utilisation du saccharose par les organes consommateurs et la synthèse des polysaccharides pariétaux. 
L’AGPase a, quant à elle, un rôle central dans le métabolisme de l’amidon. Leur détection nous permet donc de 
cerner leur implication dans le métabolisme carboné de la chicorée. Rappelons que nous avons mis en évidence 
de la SuSy dans des extraits de protéines solubles de racines de chicorée, mais pas dans les extraits provenant 
de feuilles,  tant pour des dépôts de 10 µg que de 50 µg de protéines totales. L’AGPase a pour sa part été 
détectée dans tous les dépôts de 50µg de ces extraits de racines et de feuilles. Malheureusement, nous n’avons 
pas trouvé de confirmation de nos résultats relatifs à la chicorée dans la littérature et nous devons donc, dans un 
premier temps, et dans l’état actuel de la recherche, nous limiter à émettre des hypothèses quant au détail du 
métabolisme du carbone dans la chicorée. Ces hypothèses sont présentées dans le chapitre suivant. 
 











V Discussion générale 
Comme nous l’avons décrit dans notre introduction, le métabolisme des végétaux dépend d’un apport constant 
de carbone réduit utilisé pour la synthèse des polysaccharides, des protéines et des acides nucléiques. La 
sucrose synthase (SuSy) et l’ADP-glucose pyrophosphorylase (AGPase) sont deux enzymes clés impliquées 
respectivement dans le métabolisme du saccharose et la synthèse d’amidon. La SuSy joue un rôle primordial 
dans l’utilisation du saccharose par les organes consommateurs (racines et jeunes feuilles). Plus précisément 
elle catalyse la réaction de dégradation du saccharose pour former de l’UDP-glucose et du fructose. L’UDP-
glucose est ensuite utilisé comme précurseur dans la synthèse des polysaccharides pariétaux et de réserve, 
alors que le fructose peut être utilisé dans d’autres voies biochimiques comme la respiration mitochondriale. 
L’AGPase, quant à elle, est l’enzyme clé de la synthèse d’amidon. Elle catalyse la transformation de glucose-1-
phosphate et d'ATP en ADP-glucose, précurseur utilisé pour la synthèse d’amidon. Cette synthèse se fait soit 
dans les chloroplastes où est synthétisé l’amidon transitoire soit dans les amyloplastes où se déroule la synthèse 
d’amidon de réserve. 
 
La localisation de ces deux enzymes pourrait contribuer à la connaissance de la distribution du carbone à travers 
la plante. A l’heure actuelle, on ignore pratiquement tout de l’intervention de la SuSy et de l’AGPase dans le 
métabolisme des glucides de certains végétaux tels la chicorée qui présente la particularité de stocker non pas 
de l'amidon, ni du saccharose mais des polyfructanes (inuline) comme polysaccharides de réserve. L’objectif de 
notre travail a été de vérifier la présence ou l'absence de SuSy et d'AGPase dans différents tissus de la chicorée 
de manière à établir l’implication de la SuSy et de l’AGPase dans l’allocation du carbone chez ce végétal.  
 
Des polysérums dirigés respectivement contre des formes recombinantes de SuSy et d'AGPase d'Arabidopsis 
thaliana ont été utilisées pour la détection des protéines analogues présentes dans des extraits protéiques de 
chicorée analysés en Western blot. Nous avons pour ce faire mis au point une procédure de marquage des blots 
en immunofluorescence : la fixation des anticorps primaires anti-SuSy  et anti-AGPase est révélée par l’utilisation 
d’anticorps secondaires couplés respectivement aux fluorochromes Alexa 488 et Alexa 594 visualisés par 
l’utilisation de filtres spécifiques de la longueur d’onde d’émission de chacun des fluorochromes. 
 
Des stocks de SuSy et d’AGPase recombinantes ont été constitués et  ont  permis de vérifier la spécificité des 
deux polysérums contre leurs protéines recombinantes respectives, ainsi que le bon fonctionnement de la 
détection en fluorescence. Nous avons appliqué  notre technique d’immunodétection de la SuSy et de l’AGPase 
à des extraits de protéines solubles de radis -pour les différentes mises au point- et ensuite de chicorée. 
Différentes bandes d’un poids moléculaire attendu (pour la SuSy légèrement supérieure à ~95 kDa et pour 
l’AGPase très proche 50 kDa) ont été détectées dans les extraits de protéines solubles de jeunes feuilles de radis 
(2 semaines). Des protéines d’un PM similaire ont été détectées dans des extraits protéiques solubles de 
chicorée. De plus, nos résultats ont permis de mettre en évidence des différences de distribution de SuSy et 





d’AGPase chez différents organes de ce végétal : la SuSy est uniquement détectée dans les racines mais pas 
dans les feuilles tandis que l’AGPase est présente en quantité appréciable dans les feuilles et en quantité plus 
limitée dans les racines. Sur base de ces résultats nous formulons dans ce qui va suivre des hypothèses quant 
aux rôles possibles de ces enzymes dans le métabolisme des glucides chez la chicorée. 
 
1. Rôles de la SuSy dans le métabolisme des glucides chez la 
chicorée : Hypothèses 
Cas des feuilles de chicorée 
 
Nous avons n’avons pas détecté de la SuSy dans les extraits de protéines solubles préparés à partir des feuilles 
de chicorée, alors que nous en avons bien mis en évidence dans les feuilles de radis. Ce résultat, à première vue 
paradoxal, peut être expliqué de la manière suivante :dans le cas du radis nous avons travaillé sur des plantules 
de deux semaines. Or, Wang et ses collaborateurs (1999) ont montré qu’à ce stade de développement, l’activité 
de la SuSy atteint un plateau maximum. Des résultats d’immunodétection, réalisés sur des extraits de protéines 
solubles durant cette période d’activité maximum, montrent une forte présence de SuSy cytosolique (Wang et al, 
1999). Notre détection de SuSy dans les extraits protéiques solubles de radis est donc bien en accord avec les 
découvertes préalablement faites sur ce végétal. La SuSy jouerait donc, durant cette période son rôle de 
fournisseur d’UDP-glucose à la synthèse de polysaccharides pariétaux. 
 
Contrairement au radis, nous ne détectons pas de SuSy dans les jeunes feuilles de chicorée aussi bien de 
plantules de 6 semaines (42 jours) que de plantes matures. Ces données sont en accord avec des tests d’activité 
réalisés par Druart et ses collaborateurs (2001) sur les invertases et la SuSy de feuilles de chicorée durant une 
période de 63 jours de développement de plantules suite à la germination. L’activité des invertases 
membranaires et vacuolaires durant cette période est très importante (échelle d’activité allant de 0 à 600) tandis 
que les invertases et la SuSy cytosoliques ne manifestent respectivement que peu  ou pas d’activité significative 
(échelle d’activité allant de 0 à 6) au cours des 63 jours de développement étudiés. Il semble donc que, durant le 
début du développement des feuilles de chicorée, les invertases acides fournissent le substrat nécessaire au 
métabolisme.  
Toutefois, notre travail et les études présentées ci-dessus (études d’activités et de détection) ont toujours été 
réalisées avec des extraits protéiques solubles et non pas membranaires, nous empêchant ainsi de détecter 
toute protéine éventuellement associée au complexe membranaire de synthèse de cellulose. En effet, nous 
avons vu dans l’introduction qu’il existe deux modèles expliquant le rôle de la SuSy dans la synthèse de 
cellulose : le premier est basé sur une SuSy cytosolique, tandis que le second implique une SuSy liée à la 
membrane plasmique et qui fournirait directement l’UDP-glucose nécessaire pour la synthèse de cellulose 
(Salnikov et al., 2001). Nous sommes donc peut-être en présence des deux modèles, l’un opérant chez le radis  










et l’autre chez la chicorée. En effet, la détection de SuSy chez le radis laisserait à penser que ce serait une SuSy 
cytosolique qui fournirait l’UDP-glucose à la synthèse de cellulose. Dans le cas de la chicorée, le fait que l’on ne 
détecte pas de SuSy dans les feuilles impliquerait que la synthèse de cellulose s’y déroulerait peut-être grâce 
l’intervention d’une SuSy membranaire.  
Cas de la racine de chicorée 
 
La forte détection de la SuSy dans les extraits de protéines solubles de racine de chicorée est en accord avec 
l’augmentation de l’activité de la SuSy observée dans les racines de chicorée à partir du 53ième jour après la 
germination (Druart et al., 2001). Rappelons que cette étude d’activité a été effectuée sur une période de 63 jours 
de développement de plantules suite à la germination et que, pour notre travail,  nous avons utilisé des racines 
bien plus âgées, ce qui suggère que la présence de SuSy est maintenue tout au long de la phase de croissance 
et de maturation de la racine de chicorée. 
 
La présence de SuSy dans la racine de chicorée nous conduit à émettre différentes hypothèses concernant son 
rôle à cet endroit. Premièrement, la SuSy pourrait alimenter les voies de synthèse des polysaccharides pariétaux 
(cellulose, hemicellulose, pectines) en UDP-glucose. On sait en effet que ces polysaccharides insolubles 
constituent 20% de la pulpe de la racine de chicorée. Deuxièmement, la SuSy pourrait avoir un rôle dans la 
synthèse de l'inuline. En effet, Il a été démontré que dans les tubercules de pommes de terre, la SuSy utilise le 
saccharose pour fournir de l’UDP-glucose à la synthèse d’amidon (Nakaï et al., 1999). Dans le cas de la 
chicorée, le saccharose est utilisé pour synthétiser l'inuline. Il est donc possible que la SuSy fournisse aussi une 
partie du substrat nécessaire à cette même synthèse. 
 
La figure 41 illustre le modèle actuel concernant la voie de synthèse de l'inuline dans la racine de chicorée, voie 
qui n’implique pas la SuSy. Ce modèle montre qu’une partie de l’UDP-glucose synthétisé dans le cytosol grâce à 
l'intervention de l'UDP-glucose pyrophosphorylase peut être transformée en saccharose par l’intermédiaire de la 
sucrose phosphate synthase (SPS) et de la sucrose phosphate phosphatase (SPP). Un deuxième apport de 
saccharose peut se faire via le transport phloémien dont le déchargement (symplastique ou apoplasrique ?) dans 
la racine de chicorée à ce stade de développement n’est pas encore éclairci. Le saccharose peut ensuite entrer 
dans la vacuole grâce à l’intervention de transporteurs spécifiques. Ensuite, il peut soit être utilisé pour la 
synthèse d’inuline, soit clivé en fructose et glucose par l’intermédiaire des invertases vacuolaires (Vijn et 
Smeekens, 1999). Le fructose, on le sait depuis peu, peut être directement utilisé par la FFT pour allonger les 
chaînes d’inuline (Van Den Ende et al, 2002). Dans ce modèle, la SST et la FFT utilisent une grande quantité de 
saccharose pour la synthèse d'inuline. Elles libèrent donc une grande quantité de glucose dont on ne connaît pas 
l'utilisation au niveau vacuolaire.  
 
 





La détection de SuSy dans l’extrait de racine de chicorée nous a amenés à émettre une hypothèse selon laquelle 
la SuSy fournirait directement le substrat à la synthèse d'inuline, selon le modèle suivant (Figure 42, A): le 
saccharose entrerait dans la cellule par la voie symplasmique (plasmodesmes) et la SuSy pourrait alors le 
dégrader en UDP-glucose et fructose. A partir de là, deux voies, qui fonctionneraient simultanément, sont 
envisageables. La première fournirait directement à la FFT le fructose destiné à l'allongement des chaînes 
d'inuline. Pour cela, il faut que le fructose puisse entrer dans la vacuole par l’intermédiaire d'un transporteur 
(Figure 42, B). Un transporteur permettant  l’entrée et la sortie du fructose dans la vacuole a été mis en évidence 
au niveau du tonoplaste (membrane vacuolaire) de tomate (Nguyen-Quoc et Foyer, 2001). Il n’est donc pas 
impossible d’en trouver aussi chez la chicorée.  
 
Une telle voie réduirait la concentration en glucose vacuolaire : en effet, deux molécules de saccharose seraient 
nécessaires à la SST pour la synthèse du précurseur de l'inuline, le 1-kestose. Cette réaction libèrerait donc un 
glucose à chaque synthèse de 1-kestose. La différence par rapport au modèle précédent se situerait au niveau 
de la FFT qui n'utiliserait plus le saccharose comme substrat de l'allongement des chaînes d'inuline, mais bien le 
fructose fournit par la SuSy (Figure 42, C). Il y aurait dès lors beaucoup moins de molécules de glucose 
relâchées dans la vacuole. Un dosage en HPLC de glucose, fructose et saccharose a été effectué sur un broyat 
de racine de chicorée. Cette analyse a montré un très faible contenu en glucose, alors que les quantités de 
fructose et de saccharose étaient nettement supérieures (de 20 à 70 fois). Ce résultat préliminaire semble donc 
confirmer notre hypothèse.  Un autre argument en faveur de cette hypothèse réside dans l’impact du fructose sur 
l’activité de la SuSy. Le fructose peut en effet inhiber la SuSy (Cfr. Introduction). Son fonctionnement dépend 
donc des mécanismes qui sont capables de prévenir toute accumulation du fructose. Dans notre cas une partie 
du fructose pourrait entrer dans la vaccuole et directement intervenir dans la synthèse d’inuline ou entrer dans 
d’autres voies de biosynthèse. Ce mécanisme évite une éventuelle accumulation du fructose dans le cytosol et 
donc une inhibition de la SuSy (Sebkova et al., 1998). 
 
La deuxième voie envisagée dans notre modèle est, comme dans le modèle actuel, celle qui conduit à la 
formation du saccharose. Cette voie de synthèse utiliserait l'UDP-glucose fournit par la SuSy. Nous savons que 
l'UDP-glucose peut être transformé en glucose-1-P par l'intermédiaire de l'UDP-glucose pyrophosphorylase. Une 
fois entré dans le pool d'hexoses phosphates, le glucose-1-P, peut être isomérisé en fructose-6-P (Figure 42, D). 
Cette molécule pourrait ensuite soit : (a) entrer dans le métabolisme général, (b) être transformée en saccharose-
6-P par l’intermédiaire de la SPS et ensuite en saccharose grâce à la SPP. Ce cycle permettrait de réutiliser la 
partie de l'UDP-glucose qui n’est pas utilisé dans la synthèse des polysaccharides pariétaux.  





2.Rôles de l’AGPase dans le métabolisme des glucides chez la 
chicorée : Hypothèses  
 
La biochimie du métabolisme des fructanes doit être distinguée des réactions de synthèse et de dégradation de 
l’amidon. En effet, les fructanes sont synthétisés à partir du saccharose par l’action de différentes glycosyles 
transférases (SST et FFT, cfr introduction) qui n’utilisent pas les sucres diphosphonucléosidique (ex : ADP-
glucose), comme substrats, comme le fait l’AGPase dans la synthèse d’amidon.  
 
La synthèse de fructanes est directement liée à la disponibilité en saccharose et elle peut être ainsi vue comme 
un second pool de réserve de saccharose avec celui du cytosol. Cette voie de synthèse des fructanes ne doit 
toutefois pas être considérée comme une voie remplaçant la synthèse d’amidon comme polysaccharide de 
réserve. Certaines espèces synthétisent de l’amidon et des fructanes avec une prédominance de l’un ou l’autre 
dans certains organes (feuilles ou racines). La synthèse des fructanes, du saccharose et de l’amidon peut avoir 
lieu en même temps dans les organes de stockage mais en proportions variées. D’autres espèces montrent des 
concentrations en amidon tellement faibles qu’elles sont indétectables chimiquement : Helianthus tuberosus 
possède des feuilles contenant une grande quantité d’amidon, peu de saccharose et pas de fructanes alors que 
ses tubercules accumulent des fructanes sans que l’on puisse y détecter de l  ‘amidon (Pollock, 1986). 
Cas des feuilles de chicorée  
Tout comme chez le radis, nous avons détecté de l’AGPase dans les extraits de protéines solubles tant de 
feuilles de chicorée provenant de plantules de six semaines que de jeunes feuilles issues de plantes matures. 
L’AGPase est toutefois présente en plus faible quantité dans les feuilles provenant de plantules. Il est possible 
qu’à ce stade de développement, les cellules des feuilles ne contiennent qu’une faible concentration en 
saccharose puisque le saccharose est utilisé directement dans le métabolisme et que les feuilles ne requièrent 
pas, à ce moment de constituer des réserves d’énergie (amidon de réserve). Toutefois, la quantité de saccharose 
présente dans le cytosol peut déclencher la synthèse d’amidon transitoire. Cette énergie sera ensuite réutilisée 
durant les nuits pour subvenir  aux besoins de la plante (cfr introduction).   
Une détection plus importante d’AGPase a été mise en évidence dans des jeunes feuilles issues de plantes 
matures. Ce résultat est peut être dû au fait que ces feuilles accumulent probablement une plus grande quantité 
de saccharose dans leurs tissus. En effet, ces feuilles peuvent recevoir, en plus du saccharose qu’elles 
synthétisent, un apport de saccharose via le phloème au départ des feuilles matures. Ces jeunes feuilles de 
plantes matures sont à un stade de différentiation plus avancées que les feuilles de plantules de 6 semaines qui 
leur permet une activité de photosynthèse et donc de synthèse de saccharose plus intense. Une grande quantité 
de saccharose cytosolique peut activer la voie de synthèse de l’amidon transitoire (comme en période d’activité 
intense de la photosynthèse). Une synthèse plus importante d’amidon transitoire pourrait donc expliquer la plus 





grande quantité d’AGPase détectée à ce stade. Ajoutons à cela que l’expression de l’AGPase est activée en 
présence d’une forte concentration en saccharose cytosolique. (Coruzzi et al., 2001). 
Cas de la racine de chicorée 
Nos résultats mettent en évidence la présence d’AGPase dans la racine de chicorée. Une telle détection, même 
faible, semble paradoxale quand on sait que le principal polysaccharide de réserve de la chicorée n’est pas 
l’amidon mais l’inuline. Toutefois, il a déjà été prouvé que la coexistence de ces deux métabolismes était possible 
dans les organes de stockages de certains végétaux tels que l ’Iris foetissima ou le Crocus crysanthus (Pollock, 
1986). Nous n’avons trouvé, dans la littérature parcourue, aucune donnée permettant de confirmer ou d’infirmer 
la présence d’amidon dans les racines de chicorée. Un test au lugol a cependant été effectué sur une tranche de 
racine de chicorée et semble aller dans le sens de notre hypothèse, même si ce n’est qu’un résultat préliminaire 
(non montré). L’amidon de réserve éventuellement  présent dans les racines de chicorée pourrait être hydrolysé 
en hexoses-P et réutilisé dans la synthèse de saccharose qui pourrait alors entrer dans le métabolisme des 


















 VI Perspectives  
Nos résultats d’immunodétection de SuSy et d’AGPase dans différents tissus de la chicorée nous ont permis de 
formuler des hypothèses, résumées en Fig. 42, qui devront être validées afin de pouvoir contribuer à une 
meilleure compréhension des mécanismes d'allocation du carbone et de leur régulation chez la chicorée. Cette 
validation nécessitera une étude plus fine des deux enzymes SuSy et AGPase. 
1. SuSy 
Dans le cas de la SuSy, il faudra dans un premier temps confirmer la présence de l’enzyme dans la racine de 
chicorée, non seulement par Western-blot, en travaillant au départ d’extraits de protéines solubles et 
membranaires, mais aussi par localisation in situ. Les mêmes techniques devront être appliquées à la détection 
de SuSy dans les feuilles,  de manière à pouvoir vérifier la présence éventuelle de SuSy au niveau de la 
membrane plasmique, et ainsi de valider notre hypothèse de l’existence, chez la chicorée, d’une SuSy 
membranaire impliquée dans la synthèse de cellulose. 
Dans un second temps, cette approche immunologique devra être complétée par une étude d’activité de la SuSy 
dans différents organes (racines et feuilles), à différents stades de développement, et par une étude moléculaire. 
Cette dernière devrait permettre de cloner les gènes correspondant à d’éventuelles isoenzymes de la SuSy. Ces 
gènes pourraient ensuite être comparés aux séquences connues et être rattachés aux différents groupes de 
SuSy déjà existants. La découverte d’isoformes permettrait l’étude de leur expression et de leur localisation dans 
les différents organes de la plante en développement.  
 
Enfin, pour vérifier l’implication éventuelle de la SuSy dans la synthèse d’inuline, il faudrait pouvoir mettre en 
évidence l’existence de transporteurs de fructose au niveau du tonoplaste de la vacuole, mais surtout le mode de 
transport du saccharose (symplasmique et/ou apoplasmique) que la racine de chicorée utilise aux différents 
stades de son développement. 
2. AGPase 
Il faudra dans un premier temps confirmer la présence de cette enzyme dans la racine de chicorée, par Western-
blot et  localisation in situ. Il faudra également démontrer la présence effective d’amidon dans les racines de 
chicorée en étudiant les différentes enzymes impliquées dans la voie de synthèse de l’amidon, comme les 
amidons synthases (GBSS). Dans cette éventualité, il faudra tout d’abord obtenir des anticorps spécifiques de 
ces enzymes pour ensuite procéder aux mêmes études réalisées lors de ce mémoire, en y ajoutant  des 
détections in situ. Si ces recherches devaient s’avérer fructueuses, il faudrait alors les poursuivre au niveau 







Nous avons, au cours de ce travail, analysé des extraits protéiques après séparation sur électrophorèse à une 
dimension. Le  but ultime de notre approche serait d’arriver à réaliser des immunodétections directes, dites en 
multiplex, des protéines recherchées, après électrophorèse à deux dimensions et transfert sur membrane. Ce 
type de détection utiliserait les anticorps primaires spécifiques de la SuSy et de l’AGPase couplés directement à 
des fluorochromes différents, eux-mêmes visualisés par l’utilisation de filtres appropriés.  La combinaison de 
l’électrophorèse à deux dimensions et du multiplexage permettrait ainsi une détection fine et rapide de la  SuSy 
et de l’AGPase présentes dans un extrait donné. Un premier essais de couplage a déjà été réalisé dans le cadre 
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